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Resumo 
A metodologia de preparação do biocatalisador pode influenciar no processo 
catalítico. De acordo com estudos anteriores a lipase de Candida rugosa pode ser 
imobilizada com presença de alta atividade em sílica de porosidade controlada (SPC) 
ativada com glutaraldeído. Neste trabalho, foram desenvolvidas estratégias para otimizar a 
estabilidade operacional desta preparação de lipase imobilizada. Para atingir este propósito, 
foram testados diferentes tipos de agentes estabilizantes com a finalidade de proteger a 
enzima de efeitos de agregação ou desnaturação que ocorrem devido à presença dos silanos 
usados durante a formação da matriz de sílica. Os aditivos usados como estabilizantes 
foram as proteínas (albumina e lecitina) e os polímeros orgânicos (~-ciclodextrina e 
polietilenoglicol) e seus efeitos foram comparados ao controle (lipase imobilizada sem 
aditivo). A metodologia de planejamento experimental foi utilizada para selecionar o 
aditivo que fornecesse maior rendimento de imobilização. Foram realizados três 
planejamentos fatoriais completos 22, com repetição no ponto central para avaliar a variável 
resposta, em função do tipo de aditivo e concentração de enzima. Entre todos os aditivos 
testados, rendimentos mais elevados foram obtidos quando PEG-1500 foi utilizado como 
agente estabilizante. De acordo com os resultados estatísticos, um novo planejamento 
fatorial completo 22, com repetição no ponto central foi realizado, para avaliar o 
rendimento de imobilização em função da concentração de PEG-1500 e lipase. Utilizando-
se da metodologia de superfície resposta, obteve-se o seguinte modelo matemático para o 
rendimento de imobilização: 
Y = 50,91+4,70XI- 9,89X2 + 4,04 x1 x2 
onde X1 e X2 corespondem aos valores codificados para as variáveis concentração de 
aditivo e enzima, respectivamente. 
A estabilidade operacional das preparações de lipase imobilizada na presença de 
PEG-1500 foi determinada na síntese de butirato de butila em regime de bateladas 
consecutivas. Adotando a estratégia proposta neste trabalho, o tempo de meia vida da lipase 
imobilizada em SPC foi aumentado em 13 vezes, quando comparado com o tempo de meia-
vida do controle (lipase imobilizada em SPC sem aditivo). 




The method for preparing the biocatalyst can influence the catalytic process. In 
agreement with previous studies Candida rugosa lipase can be immobilized with high 
activity retention on silanized controlled pore sílica (CPS) activated with glutaraldehyde. 
This work aimed at improving the performance of the immobilized form in long-term 
operation. Five additives were tested in the immobilization step in order to select the most 
activity derivative for esterification reactions. This strategy is suggested to protect the 
enzyme from aggregation effects or denaturation that occur due to the presence of silane 
precursors used in the formation o f the sílica matrix. Proteins ( albumin and lechitin) and 
polymers (B-cyclodextrin and polyethyleneglycol) were added during the immobilization 
procedure and their effects are reported and compared with the behavior o f the immobilized 
biocatalyst in the absence of additive. The methodology of experimental design was used to 
select the most efficient additive considering the coupling yield as a response variable. 
Three 22 full factorial design with repetitions at the center point were employed to evaluate 
the immobilization yield as a function of additive type and lipase loading. The best 
stabilizing effect was found when small amounts of PEG-1500 and lipase were added 
simultaneously to the lipase onto support. According to statistic results, further 22 full 
factorial design with 2 repetitions at the center point were employed to evaluate the 
immobilization yield as a function of PEG and lipase concentrations. A response surface 
methodology permitted to obtain the following mathematical model for immobilization 
yield: 
Y = 50.91+4.70XI- 9.89X2 + 4.04 xi x2 
where: XI and X2 are the codified values for additive PEG-1.500 and enzyme 
concentrations, respectively. 
This immobilized system was used to perform esterification reactions under 
repeated batch cycles (for the synthesis of butyl butyrate as a model). The half-life of the 
lipase immobilized on CPS in the presence of PEG-1500 was found to increase 13 times 
when compared with the control (immobilized lipase on CPS without additive). 
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1. Introdução 
Alto poder catalítico em condições suaves de reação, seletividade e 
estereoespecificidade conferem às enzimas excelentes perspectivas como catalisadores 
industriais. O grande número de processos potenciais usando biocatalisadores toma os 
processos enzimáticos uma excelente escolha para incorporação à vanguarda da indústria 
química. Os processos que utilizam lipases, em particular, são especialmente atraentes em 
função das diferentes aplicações industriais desta enzima. As lipases podem catalisar reações 
de hidrólise, esterificação, acidólise, alcoólise e transesterificação, com extrema simplicidade 
de processo, qualidade superior do produto final e excelente rendimento. Estas 
caracteristicas conferem as lipases um potencial biotecnológico comparável ao das proteases 
e carboidrases - enzimas industrialmente utilizadas - estimulando pesquisas para otimização 
da sua produção, caracterização, imobilização e aplicação industrial (F ABER, 1997). 
Recentemente, muitos trabalhos têm sido realizados para estabelecer metodologias 
de imobilização de lipases pancreática e microbiana em diferentes tipos de suportes, tendo 
em vista as vantagens oferecidas por estes derivados as quais incluem: uso repetitivo, 
facilidade de separação do produto e aumento de estabilidade (RESLOW et a!., 1988; 
BALCÃO et ai., 1996; REETZ et ai., 1996). Adicionalmente, o uso de lipases imobilizadas 
em meios orgânicos tem vantagens adicionais quando comparado com o seu uso em meio 
aquoso. A imobilização protege a configuração nativa da lipase, tendo também um efeito 
benéfico na sua estabilidade, em função das interações fisicas e químicas entre o suporte e a 
molécula da enzima (MATTIASSON e ADLERCREUTZ, 1991). Além disso, a 
imobilização auxilia na dispersão homogênea da enzima no meio, o que é essencial, para a 
condução de reações enzimáticas (BALCÃO et ai., 1996). 
Tradicionalmente, o suporte tem sido considerado como um material inerte com 
pouca ou nenhuma interferência no comportamento cinético da enzima. Entretanto, estudos 
comparativos sugerem que influências marcantes são observadas entre lipases imobilizadas 
em diferentes suportes (NORIN et ai., 1988). A caracteristica que mais interfere na escolha 
do tipo de suporte para a imobilização da lipase é o seu caráter hidrofilico ou hidrofóbico 
(RESLOW et ai., 1988). 
A literatura sugere que os melhores suportes para a imobilização de lipases são os 
que garantem maior interação com a enzima, isto é, suportes hidrofóbicos (BJÚRKLING et 
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al., 1991). Portanto, a imobilização de lipases em suportes adequados se constitui numa área 
de interesse e em constante desenvolvimento. O suporte será considerado ideal se fixar a 
enzima de maneira irreversível enquanto utilizado, sem afetar sua atividade e sem interferir 
na reação onde esteja sendo aplicado (MALCATA et al., 1990). 
Diferentes tipos de suportes têm sido propostos para a imobilização de lipases, tais 
como: terra diatomácea, sílica e derivados, hidróxido de zircônio, alginato de sódio, quitina, 
poliuretano, celulose, copolímero de estireno-divilbenzeno e outros (NORIN et al., 1988; 
SHA W et al., 1990; OLIVEIRA, 1999). Apesar das várias experiências reportadas na 
literatura, a imobilização de lipases ainda é um desafio complexo (MALCATA et al., 1990; 
BALCÃO et al., 1996). Em muitos casos, suportes que proporcionam uma elevada 
atividade e estabilidade da enzima, apresentam sérias limitações de resistência mecânica e de 
queda de pressão, que os tomam inviáveis para a utilização em processos contínuos. ISON 
et al. (1994) reportam que é impraticável a utilização de lipases imobilizadas em Celite em 
reator de leito fixo, devido à elevada queda de pressão no sistema. 
ZANIN e MORAES (1996), imobilizaram amiloglicosidase em sílica de porosidade 
controlada (SPC), e avaliaram o seu desempenho em reator de leito fixo e fluidizado, 
operando de forma contínua. As boas características operacionais apresentadas pela sílica 
como suporte, serviram de base para a escolha desse suporte para a imobilização de lipase 
microbiana de Candida rugosa, em recente trabalho desenvolvido por SOARES et al. 
(1999). Nesse trabalho, foram caracterizadas as condições ótimas de pH e temperatura, bem 
como a estabilidade térmica e operacional do biocatalisador. Apesar dos resultados 
satisfatórios, foi constatada uma baixa estabilidade operacional desta preparação de lipase 
imobilizada (SOARES et al., 1999). Para contornar esse problema, tomou-se necessário 
estudar estratégias para proteger a enzima de efeitos de agregação ou desnaturação que 
ocorrem devido à presença dos silanos usados durante a formação da matriz de sílica, 
motivando o desenvolvimento do presente trabalho. Resultados da literatura indicam um 
considerável aumento da atividade lipolítica, por meio do tratamento do suporte com 
proteínas não enzimáticas ou polimeros, reduzindo, desta forma, a desativação da enzima 
por interações lipase-suporte (REETZ et al., 1996). 
Este trabalho tem portanto como objetivo selecionar por meio da metodologia de 
planejamento experimental o aditivo mais efetivo em termos de rendimento de imobilização 
e tempo de meia-vida da lipase imobilizada em sílica de porosidade controlada. 
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2. Revisão Bibliográfica 
2.1. Processos Enzimáticos em Meio Orgânico 
As enzimas são usadas há muito tempo, mesmo antes de serem tão conhecidas, e 
seu uso estendeu-se gradualmente à produção de bebidas, alimentos, têxteis, fármacos, 
papel, tinta, entre outros (GODENOUGH e LAW, 1991). Atualmente, os processos 
enzimáticos vêm sendo estudados em todo o mundo como rotas alternativas para a 
produção de diversos insumos químicos. O emprego de enzimas como agente de 
transformação tem oferecido novas perspectivas para a solução de vários problemas, 
substituindo com sucesso a metodologia química tradicional (SOLEWICK, 1987; FABER, 
1997). As enzimas já competem com outros catalisadores - inclusive metais de transição - na 
obtenção de centros quirais. Estas são constituídas de proteínas ou glicoproteínas e se 
caracterizam pela especificidade em relação ao substrato, algumas atuando num limitado 
grupo de compostos, enquanto outras agem sob um único substrato (SOLEWICK, 1987). 
Tradicionalmente os processos enzimáticos têm sido empregados em meio aquoso, 
principalmente devido à idéia preconcebida de que este é um adequado ambiente para a 
manutenção da conformação estrutural da enzima catalicamente ativa. Essa noção não é 
completamente verdadeira. Muitas enzimas (ou complexos enzimáticos) são catalicamente 
ativas em ambientes hidrofóbicos naturais com eficiência similar àquela em soluções 
aquosas, ou em certos casos, até superior. Acredita-se que as enzimas sejam catalíticamente 
ativas em meio orgânico porque elas permanecem na sua conformação original. A 
incapacidade da proteína de se desdobrar em meio não aquoso deve-se, em parte, ao fato 
das interações eletrostáticas entre os grupos integrantes da enzima serem aumentadas em 
solventes orgânicos, devido à baixa constante dielétrica da maioria dos solventes e também 
ao aumento do número de ligações de hidrogênio intramoleculares. 
Em sentido estrito, podem ser considerados como ambientes não aquosos os 
solventes orgânicos, os fluidos supercriticos, os gases, os substratos líquidos ou misturas 
eutéticas de substratos livres de solventes (LIMA e ANGNES, 1999). 
Um grande número de trabalhos nesta área pode ser encontrado na literatura 
especializada, tendo em vista o interesse científico demonstrado por diversos grupos de 
pesquisa, no sentido de elucidar as propriedades e o comportamento de enzimas em meios 
não aquosos. Conseqüentemente, o número de rotas de síntese que incorporam um passo 
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enzimático toma-se cada vez mais crescente. Dustrativos são os trabalhos de revisão de 
literatura publicados por JONES (1986); SOLEWICK (1987) e MONOT (1994), que 
reúnem exemplos importantes, sob o ponto de vista de síntese orgânica, de reações 
catalisadas por diferentes classes de enzimas. 
A catálise enzimática em meio orgânico possui uma enorme potencialidade para a 
aplicação em síntese orgânica (separação de álcoois ou ácidos racêmicos, síntese de 
peptídeos) e na indústria (síntese de aspartame, interesterificação de óleos e gorduras). A 
classe de enzima que tem um número amplo de aplicações em catálise em meio não aquoso, 
pertence ao grupo das hidrolases, particularmente, as lipases. As razões desse potencial 
biotecnológico das lipases, incluem fatos relacionados com sua elevada estabilidade em 
solventes orgânicos, propriedades enantiosseletivas, versatilidade catalítica, disponibilidade 
comercial, além de não requererem cofatores. 
O reconhecimento das vantagens da utilização de lipases em relação aos processos 
químicos tradicionais indica que as lipases podem adquirir potencial no comércio de 
enzimas. Logo, o desenvolvimento tecnológico das lipases para a síntese de novos 
compostos, resultará na sua expansão em novas áreas e num maior impacto na área 
industrial (BJORKLING et al. 1991). 
2.2. Lipases 
2.2.1. Fontes 
As lipases (glicerol éster hidrolases E.C.3.1.1.3) são comumente encontradas na 
natureza, podendo ser obtidas a partir de fontes animais, vegetais e microbianas. 
Inicialmente, eram obtidas a partir do pâncreas de animais e usadas como auxiliar digestivo 
para consumo humano. Atualmente as lipases são produzidas, preferencialmente, a partir de 
microorganismos devido às facilidades de controle e de aumento da capacidade produtiva 
dos processos fermentativos, além da redução do custo de obtenção. Em geral, os 
microorganismos mais utilizados para a produção de lipases são fungos dos gêneros 
Rhizopus, Aspergillus e Mucor, e leveduras do gênero Candida. 
Comercialmente as lipases são produzidas por diversas companhias, conforme 
ilustrado na TABELA 2.1, a qual também apresenta as principais fontes microbianas de 
lipase, juntamente com seu nome comercial. 
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TABELA 2.1. Exemplos de Iipases comerciais 
Classe Fonte Nome Comercial Companhia 
Fungos Aspergillus niger LipaseA Amano 
Sunyzyme - NLS Shinnihon Chemicals 
Rhizopus delemar Talipase Amano 
LipaseD Amano 
Rhizopus javanicus Lipase GC-20 Amano 
Lipase F-AP15 Amano 
Rhizopus japonicus Lipase Saiken Osaka Saik:en 
Lipase Saik:en 100 Nagase 
Rhizopus niveus NewlaseF Amano 
Mucor javanicus LipaseM Amano 
Mucor miehei Lipozyme I O. 000 Novo Nordisk 
Leveduras Candida antarctica SP 526 Novo Nordisk 
Candida cylindracea Lipase OF 360 Meito Sangyo 
Candida lipolytica LipaseL Amano 
Candida rugosa Tipo VII Sigma 
LipaseAY30 Amano 
Bactérias Achromobactor sp. Lipase AL Meito 
Alcaligenes sp. LipasePL Meito 
Lipase QL Meito 
Arthrobactor ureafaciens LipaseAU Shinnihon Chemicals 
Chomobacterium viscosum Lipase T-01 Toyo Jozo 
Pseudomonas sp. LipasePS Amano 
Lipase P Amano 
Fonte: FURUTANI et a/.(1997) 
2.2.2. Propriedades Físico-Químicas 
Lipases são usualmente estáveis em soluções aquosas neutras à temperatura 
ambiente, apresentando, em sua maioria, uma atividade ótima na faixa de temperatura entre 
30 e 40°C (TABELA 2.2). Contudo, sua termoestabilidade varia consideravelmente em 
função de sua origem, sendo as Iipases microbianas as que possuem maior estabilidade 
térmica. Em geral, lipases são ativas em uma ampla faixa de pH 5 a 9, com máximo situado 
em 6 a 8 (MACRAE e HAMMOND, 1985). 
TABELA 2.2. Propriedades fisico-químicas de algumas lipases microbianas 
Propriedades Candida* 
rugosa 
Massa molecular (Da) -
Especificidade não 
específica 
Temperatura ótima (°C) 40 
pH ótimo 7,5 
Termoestabilidade (°C) 37 
(pH7) 
Fonte: IWAI e TSUJISAKA (1984) 









(pH 5,6 a 15') 









(pH 5,6 a 15') (pH 8 a 20') 
Penicillium Rhizopus Rhizopus 
cyclopium delemar curhizus 
27000 44000 
-
não 1,3 1,3 
específica específica específica 
35 - 37 
7,0 5,6 -
30 65 37 
(pH 5,6 a 15') (pH 5,6 a 15') (pH7) 
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2.2.3 .Especificidade e Regiosseletividade 
Quatro classes de especificidade podem ser definidas. A primeira refere-se à classe 
de lipídeos. A enzima pode ser específica em relação ao tipo de éster, como por exemplo, 
tri-, di-, ou monoglicerídeos, éster de glicerol, metiléster, etc. A segunda é a 
regioespecificidade, que promove a seletividade da enzima pela posição da ligação éster 
numa molécula. O terceiro tipo é a especificidade em relação ao resíduo de ácido graxo, no 
qual a lipase é específica ao comprimento da cadeia ou a presença da dupla ligação na cadeia 
do resíduo de ácido graxo (JENSEN et ai., 1990). 
Finalmente merece referência a estereoespecificidade, ou seja, a propriedade que 
algumas lipases possuem em discriminar os enantiomêros de uma mistura racêmica. A 
especificidade estrutural ou regiosseletividade é decorrente da orientação imposta pelas 
dimensões e pela estrutura do centro ativo à ligação do substrato. Estas restrições levam à 
distinção e à transformação seletiva de funções quimicamente similares na mesma molécula. 
A seletividade e a estereoquimica advém da própria quiralidade da enzima, ou seja, de sua 
simetria estrutural, que limita a ação a substratos que satisfaçam determinadas relações 
espaciais. Desse modo, a catálise enzimática permite transferir ou criar centros quirais nas 
moléculas assim como distinguir formas enantiômeras. Essa metodologia tem sido usada 
com bastante sucesso na separação seletiva de compostos contendo misturas racêmicas, 
tarefa de dificil execução por métodos químicos convencionais. Lipase tem sido empregada 
para resolução de racematos, resultando em rendimentos elevados, para obtenção de ésteres, 
álcoois e ácidos opticamente puros (KOSHIRO et ai., 1993). 
A indústria farmacêutica tem demonstrado grande interesse nesta área, visto que a 
atividade biológica de muitas drogas racêmicas muitas vezes reside em um único 
enantiômero. Sintetizar tais drogas em sua forma enantiomérica pura está se tomando um 
caminho importante na química da biotransformação. Drogas como Naproxen (agente 
antiinflamatório ), Dropropizina (agente antitussigeno ), Cloranfenicol (agente antimicrobial), 
Atenolol (usado no tratamento de hipertensão) e a cadeia lateral do Taxol (usado no 
combate ao câncer) têm sido resolvido por catálise enzimática. A aplicação da resolução 
enzimática na indústria farmacêutica é extensa (JESUS et ai., 1997). 
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2.2.4. Forma de Atuação: Ativação na Interface 
As lipases requerem uma ativação interfacial para sua total atividade catalítica, 
mecanismo este, originalmente estabelecido por SARDA e DESNUELLE (1958). A 
interface é considerada como uma superficie imaginária que separa duas fases fisicamente 
distintas, a qual corresponde em nível molecular a um grupo de duas camadas adjacentes de 
moléculas ordenadas: uma de natureza mais hidrofóbica e outra mais hidrofilica. 
V árias hipóteses têm sido propostas para explicar a ativação nas interfaces, 
incluindo: i) uma mudança conformacional induzida interfacialmente gerando uma enzima 
mais ativa (isso é explicado pelo fato de que nos sítios ativos de adsorção na interface, a 
lipase assume uma nova conformação espacial); ii) uma maior concentração do substrato 
local; iii) uma orientação mais favorável do substrato; iv) um menor grau de hidratação do 
substrato, tendo em vista que a hidratação das moléculas de lipídeos representa uma 
proteção às ligações éster. 
Apesar dessas teorias, trabalhos recentes têm fornecido novas interpretações 
teóricas, tomando por base a determinação da estrutura tridimensional de 1 O lipases e 
caracterização do comportamento cinético e estereosseletividade de 25 diferentes lipases, 
tendo sido estabelecido que: 
Todas as lipases apresentam uma seqüência primária homologas, incluindo 
regiões significantes de: Histidina -X- Y- Glicina ou Y- Glicina - Histidina 
- Serina - W- Glicina y (onde X, Y, Z e W denotam resíduos genéricos de 
aminoácidos). 
O resíduo serina no sítio ativo é protegido por uma borda (ou tampa a-
helicoidal), a qual abre quando do contato da lipase com a interface e 
permite a reestruturação da lipase por meio da criação de uma região 
eletrofílica (cavidade de oxiânion) ao redor do resíduo da serina, expondo os 
resíduos hidrofóbicos e encobrindo os resíduos hidrofílicos. Todas essas 
interações aumentam a qfinidade do complexo para substratos lipolíticos e 
ajudam a estabilizar o estado de transição do intermediário durante a 
catálise (LANGONE, 1998). 
O requerimento de uma interface (independente de sua natureza) é crítico, mesmo 
em presença de solventes hidrofóbicos existe uma pequena quantidade de água ao redor da 
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estrutura da enzima e essa camada de hidratação no sítio ativo fornece a interface necessária 
local para a ativação da lipase. É importante ressaltar que, a atividade catalítica das lipases é 
sensivelmente reduzida na ausência de uma interface, o que é evidenciado pela baixa 
conversão na hidrólise de ésteres solúveis em água por elas catalisadas. Uma representação 
da estrutura molecular da lipase de Candida rugosa é apresentada na FIGURA 2.1, 
destacando-se as folhas a-hélice e as fitas J3 conectadas entre si. 
FIGURA 2.1. Estrutura molecular da lipase de Candida rugosa (http:wwwlldbp.com) 
2.2.5. Reações Catalisadas pelas Lipases 
As lipases atuam sobre a ligação éster de vários compostos, sendo os acilgliceróis 
seus melhores substratos. A hidrólise de triacilgliceróis utilizando lipases é uma reação 
reversível, portanto o equilíbrio pode ser alterado por meio da variação de concentração de 
reagentes ou produtos. Essas duas reações básicas podem ser combinadas de modo 
seqüencial fornecendo um grupo de reações denominado de interesterificação (BALCÃO et 
al., 1996). Dependendo dos materiais de partida as seguintes reações são possíveis: 
1. Transesterificação, na qual dois grupos acilas são trocados com dois acilgliceróis. 
2. Acidólise, na qual o grupo acila é deslocado entre um acilglicerol e um ácido 
carboxílico. 
3. Alcoólise, no qual o grupo acila é deslocado entre um acilglicerol e um álcool. 
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Todas essas reações são esquematizadas na FIGURA 2.2, juntamente com a 
participação de água no equihbrio dessas reações, tendo em vista que o teor de água é 
considerado o fator crítico do processo (CASTRO e ANDERSON, 1995), podendo afetar 
diretamente a velocidade de reação, extensão de reações paralelas de hidrólise, rendimentos 
do produto, atividade da enzima e seletividade da reação. 
a - Hidrólise de éster 
Na hidrólise a água é um dos reagentes e deve ser adicionada para catalisar a reação no 
sentido desejado. 
R-C0-0-R ' + HzO ~ R-CO-OH + HO-R ' 
b - Síntese de éster 
Na síntese, a água é formada durante o processo na mesma proporção do produto principal e 
geralmente interfere no equilíbrio reacional quando não são adotadas estratégias de controle 
e/ ou remoção da quantidade extra de água. 
R-CO-OH + HO-R ' ~ R-CO-OR ' + HzO 
c - Interesterificação 
Na interesterificação a água não participa do equilíbrio reacional, entretanto, deve ser 
fornecida em quantidades núnimas necessárias para manter ativa e estável a preparação 
enzimática. 
c 1- Transesterificação 
R1 -COO-R1 ' + Rz -COO-Rz ' ~ R1 -COO-Rz ' + Rz-COO-R1 ' 
c2- Acidólise 
RI -COO-R1 ' + Rz -COOH ~ Rz -COO-RI ' + RI -COOH 
c.3- Alcoólise 
RI -COO-Rl ' + HO-R2 ~ Rl -COO-R2 + Rt , -OH 
Fonte: CASTRO e ANDERSON, 1995 
FIGURA 2.2 Reações catalisadas pelas lipases 
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2.2.6. Fatores que Interferem nas Reações Catalisadas pelas Lipases 
2.2.6.1.1nfluência do Solvente 
A natureza do solvente orgânico é um fator importante a ser considerado na 
catálise enzimática em um meio aquoso, pois o solvente não apenas afeta a estabilidade da 
enzima, como também modifica sua especificidade. 
Os efeitos do solvente sobre a velocidade de reação da catálise enzimática em 
sistemas de uma ou duas fases podem ser diretos ou indiretos (KASCHE et al., 1991). Os 
efeitos indiretos compreendem a partição de reagentes e de produtos, a alteração do 
equihbrio químico e a transferência de massa em sistemas de duas fases. Os efeitos diretos 
são responsáveis pela redução da atividade e pela inativação ( desestabilização) da enzima 
por meio de dois mecanismos: primeiramente, pela interação solvente-enzima que altera a 
conformação nativa da enzima devido à penetração do solvente no âmago hidrófobo da 
proteina provocando a quebra das ligações de hidrogênio e das interações hidrofóbicas 
(WILLIAMS et ai., 1987). Uma exceção seria a estabilização conformacional adquirida pela 
enzima em meio não aquoso, por meio do "efeito gaiola". Neste caso, as moléculas das 
enzimas, estariam firmemente espremidas pelas moléculas ao seu redor à semelhança das 
enzimas imobilizadas (LIMA e ANGNES, 1999). 
Outra maneira na qual os solventes afetam a atividade é por interação direta com a 
água essencial em torno da molécula enzimática (GORMAN e DORSDISCK, 1992). 
Solventes altamente polares são capazes de absorver água avidamente e retirar a camada de 
hidratação da enzima, provocando a perda das propriedades catalíticas por inativação e 
desnaturação. Reciprocamente, os solventes hidrofóbicos, por serem menos capazes de 
arrastar "para fora" ou deformar a camada de hidratação, podem apenas afetar parcialmente 
a atividade catalítica. 
É importante frisar que há exceções notáveis. A xantina oxidase, a lipase 
pancreática suina e a subtilisina mantêm suas propriedades catalíticas tanto em solventes 
como em meio aquoso. Uma possível explicação para este fato é que essas enzimas são 
capazes de reter sua camada de hidratação tão fortemente que mesmo solventes hidrofilicos 
não conseguem retirar a água. 
Muitas maneiras diferentes têm sido descritas na literatura para quantificar a 
hidrofobicidade. De acordo com LAANE et ai. (1987), o Log P é o mais importante 
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indicador de hidrofobicidade por apresentar a melhor correlação com atividade enzimática. 
Desta maneir~ o Log P, definido como o logaritmo do coeficiente de partição em um 
sistema bifásico padrão octanol/ água foi introduzido como uma medida quantitativa da 
polaridade do solvente. Os solventes mais adequados são os que apresentam Log P > 2. 
Segundo CARTA et ai. (1992) a biocatálise das reações de síntese, tais como as 
esterificações, são geralmente consideradas possíveis em solventes imiscíveis em água, que 
apresentam Log P > 4. Log P de alguns solventes orgânicos estão listados na TABELA 2.3. 
TABELA 2.3. Log P de alguns solventes orgânicos 
Solvente LogP Solvente LogP 
Triglima -1,90 Clorofórmio 2,00 
Diglima -1,30 2-4-Dimetil-3-pentanol 2,30 
N-N-Dimetilformamida -1,00 3-Etil-3-pentanol 2,30 
Monoglima -0,75 2-Metil-2-hexanol 2,30 
4-hidroxi-4-metil-2-pentanona -0,34 Tolueno 2,50 
Acetonitrila -0,33 Trifluorotricloroetano 2,80 
Acetona -0,23 Butiléter 2,90 
1-Metil-2-pirrolidona -0,20 2,6-Dimetil-4-heptanol 3,40 
2-Butanona 0,28 Hexano 3,50 
Diclorometano 0,60 Pentiléster 3,90 
2-Metil-2-propano 0,79 Isoamiléter 4,00 
2-Pentanona 0,80 1-0ctano 4,20 
3-Pentanona 0,80 Feniléter 4,30 
Etiléter 0,85 Isoctano 4,50 
1 ,2-Dicloroetano 1,20 1-Noneno 4,70 
2-Metil-2-butanol 1,30 Hexiléter 5,00 
4-Metil-pentanona 1,30 Nonano 5,10 
tert-Butilmetiléter 1,40 Decano 5,60 
2-Metil-2-pentanona 1,80 1-Dodecano 6,20 
3-Metil-3-pentanol 1,80 Dodecano 6,60 
Fonte: JANSSEN et ai., 1993. 
Apesar da ampla utilização do Log P como parâmetro para ser relacionado com 
atividade enzimática, algumas discrepâncias têm sido relatadas. RESLOW et al. (1988) 
mostraram que a inclusão do parâmetro solubilidade de Hildebrand (õ) em água ajudava na 
relação solvente orgânico/atividade enzimática. V ALIVETY et al. (1992), mostraram que a 
atividade catalítica era melhor relacionada como uma função não só de Log P, mas também 
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com o índice de aceitação de elétrons ou polarizabilidade. Posteriormente, Y ANG e ROBB 
( 1994 ), verificaram que não havia nenhuma relação satisfatória entre a atividade do 
biocatalisador e o Log P. 
Outras propriedades do solvente têm sido relacionadas com a atividade enzimática. 
Por exemplo, a atividade álcool desidrogenase aumentou com a diminuição da constante 
dielétrica do solvente e uma relação linear foi observada entre a atividade da lipase e o Swta 
(solubilidade molar da água em um solvente ou Log P) (MARTINS et al., 1994). 
É também possível prever o efeito do solvente sobre o equilíbrio da reação 
utilizando dados sobre a distribuição dos componentes nas fases do sistema líquido-líquido. 
Substratos e produtos vão se dividir entre as fases nos sistemas de duas fases (aquoso-
orgânico). O coeficiente de partição (P) de um composto é usualmente definido como a 
razão entre as suas concentrações na fase orgânica e aquosa. Para obter elevadas 
concentrações de produto é essencial utilizar um solvente orgânico cujo coeficiente de 
partição do produto seja alto. Isto implica em uma eficiente extração do produto para a fase 
orgânica, o que produz uma conversão mais elevada (Y ANG e ROBB, 1994). 
2.2.6.2. Influência da Água 
As propriedades solventes da água resultam das forças atrativas fortes (as pontes de 
hidrogênio) que existem entre as suas moléculas. A molécula de água e seus produtos de 
ionização, Ir e Olf, influenciam profundamente a estrutura, automontagem e as 
propriedades das enzimas. As biomoléculas polares dissolvem-se facilmente na água 
(hidrofilicas) porque elas podem substituir as interações de molécula água-água, 
energeticamente favoráveis, por interações do tipo pontes de hidrogênio e eletrostáticas, 
ainda favoráveis, no sistema água soluto. A variação da entalpia (Mf) pela dissolução desses 
solutos é, geralmente, pequena. Diferentemente, moléculas não-polares interferem com as 
interações água-água e são muito pouco solúveis na mesma água (hidrofóbicas). Estas 
moléculas não polares tendem, quando em solução aquosa, a agregarem-se de forma a 
minimizar os efeitos energicamente desfavoráveis provocados pela sua presença. 
Biomoléculas como as enzimas são antipáticas, possuindo regiões superficiais 
polares (ou carregadas) e não - polares. Em um ambiente aquoso, essas duas regiões da 
molécula experimentam tendências conflitantes; a região hidrofilica interage favoravelmente 
com a água enquanto a região hidrofóbica tem a tendência de evitar o contato com a água. 
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Assim, os resíduos de aminoácidos hidrofóbicos das enzimas agregam-se para apresentar a 
menor área hidrofóbica possível à água (ficam confinados no interior da molécula protéica) e 
as regiões polares são arranjadas para maximizar as interações com o solvente aquoso. 
Quando a água é substituída por um solvente orgânico, alterações na conformação 
nativa da enzima podem ocorrer tanto na estrutura terciária como nas mais proeminentes 
estruturas secundárias (a-hélice e a conformação ~) acarretando, desta maneira, a sua 
desestabilização. Com o objetivo de assegurar uma conformação enzimática cataliticamente 
ativa em meio orgânico, a molécula de enzima deve ter uma camada de hidratação definida 
(CASTRO e ANDERSON, 1995), separando o solvente do contato com a superficie da 
proteína e contribuindo para o aumento da sua flexibilidade interna. 
Quando a água é adicionada a um sistema enzimático não-aquoso, ela é distribuída 
entre solvente, enzima, substrato e suporte (se presente). A quantidade de água ligada às 
moléculas de enzima é fundamental para a atividade catalítica em meio não aquoso. A 
explicação mais provável para isso advém do fato da água aumentar a mobilidade e a 
flexibilidade dos sítios ativos e, concomitantemente, a polarização da estrutura protéica. 
Alguns trabalhos (ROSS e SCHNEIDER, 1991; ZAKS e KLIBANOV, 1988) têm 
sido dedicados para determinar a quantidade adequada de água para a atividade enzimática 
em meio orgânico. ZAKS e KLIBANOV (1988) examinaram três modelos de enzimas -
polifenoloxidase, álcool desidrogenase e álcool oxidase - em solventes de hidrofobicidades e 
conteúdos de água diferentes. Eles mostraram que a atividade enzimática estava relacionada 
à quantidade de água ligada às proteínas e não à concentração de água nos solventes 
orgânicos. A água ligada àquelas enzimas em solventes orgânicos não formaria uma camada 
de água verdadeira, mas, de preferência, uns poucos "clusters", provavelmente, em tomo de 
regiões carregadas e polares da superficie enzimática. Os resultados desse estudo foram re-
interpretados em termos de atividade de água por HALLING (1990), confirmando que a 
atividade enzimática ótima está relacionada com a atividade de água, independente do 
solvente usado. Este mesmo autor tem proposto que a atividade termodinâmica da água é 
um parâmetro que deve ser usado para quantificar o nível de água associado à enzima 
(HALLING, 1992). A água, dessa maneira, é requerida, unicamente, para a função catalítica 
das enzimas em solventes orgânicos, contribuindo para a formação de todas as ligações não 
covalentes e pontes de hidrogênio da estrutura protéica. 
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A quantidade de água necessária para a catálise depende das características de cada 
enzima. Lipases são altamente ativas quando poucas moléculas de água estão associadas 
com a molécula protéica (V ALIVETY et ai., 1992). Subtilisina e a-quimiotripsina 
necessitam menos de 50 moléculas de água por molécula de enzima para exibir sua atividade 
mínima. Álcool oxidase, álcool desidrogenase, e polifenoloxidase, entretanto, são 
unicamente ativas quando um elevado número de moléculas de água (3,5x107) está ligado 
com a molécula de enzima formando uma monocamada (ZAKS e KLffiANOV, 1988). 
Água fortemente ligada pode ser encontrada em preparações enzimáticas 
desidratadas por liofilização em níveis tão baixo quanto 0,01%. WEHTJE et ai. (1993) 
utilizaram a a-quimiotripsina em acetato de etila com diferentes concentrações de água e 
verificaram grandes modificações na atividade catalitica desta enzima. Há um aumento da 
velocidade de reação com o incremento do grau de hidratação da enzima até atingir uma 
condição ótima. Isso, provavelmente, se deve ao aumento da flexibilidade interna da 
molécula de enzima. Um aumento acima destes valores resultou na diminuição da atividade 
enzimática. Nesse caso, a água atuaria como um substrato na reação enzimática 
especialmente em reações hidrolíticas, produzindo reações secundárias diminuindo o 
rendimento do processo químico (VOLKIN et ai., 1991). Outros autores têm comprovado 
que a água está envolvida em muitos processos de inativação enzimática propiciada pela 
agregação da enzima devido às reações de transmidação e formação intermolecular de 
pontes de dissulfeto. 
Existe um consenso de que as enzimas são mais termoestáveis em meios com baixo 
conteúdo de água do que em soluções aquosas. Isto pode ser explicado pelo aumento da 
rigidez e pelos processos covalentes envolvidos na inativação irreversível, tais como 
deamidação, hidrólise de peptídeos e decomposição de cistina, que necessitam de água. 
Estes processos são extremamente lentos em meios de baixa concentração de água. O 
aumento da termoestabilidade tem sido mostrado para a lipase do pâncreas de suínos, a-
quimiotripsina, ribonuclease, lisozima e tirosinase (LIMA e ANGNES, 1999). 
Embora a presença de água ligada seja uma condição necessária para a retenção da 
atividade catalítica e estabilidade em meios não-aquosos, alguns estudos têm demonstrado 
que as enzimas eritrocupreína, xantina oxidase, lipase pancreática e subtilisina retêm sua 
atividade catalítica em solventes orgânicos verdadeiramente anidros ( dimetilsulfóxido, 
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formamida, piridina ou dimetilformamida). Os mecanismos moleculares que protegem a 
conformação dessas enzimas e as suas propriedades catalíticas nesses solventes orgânicos 
ainda permanecem obscuros. 
2.2.7.Aplicações Potenciais das Lipases 
A versatilidade das lipases tem sido explorada tanto para substituir processos 
existentes como para produzir uma série de produtos originalmente considerados 
praticamente inviáveis de serem obtidos por via química convencional. A TABELA 2.4 
apresenta de uma forma resumida as principais aplicações das lipases em meios aquosos e 
orgânicos. 
A reação típica catalisada pelas lipases em meio aquoso é a hidrólise de éster. Esta 
conversão enzimática tem sido usada, por exemplo, na síntese de triglicerideos de cadeia 
média, pela hidrólise de óleos vegetais. O processo enzimático não somente reduz os 
requerimentos energéticos como também previne a decomposição de alguns ácidos graxos. 
A hidrólise seletiva da gordura do leite é um outro exemplo potencial de aplicação de 
lipases. Neste caso, a lipase é responsável pela formação do aroma distinto no preparo de 
queijos do tipo "Cheddar" e para produzir substitutos de manteiga, aroma de queijo e outros 
aditivos usados na manufatura de cereais, balas, aperitivos e bolos (BALCÃO e 
MALCAT A, 1998). 
Em meio orgânico, as lipases catalisam a transferência de grupos acila de 
compostos doadores para uma ampla faixa de compostos aceptores diferentes da água. 
Entre os possíveis processos catalisados pelas lipases em meio orgânico, a síntese de ésteres 
se apresenta como uma vertente bastante promissora, conforme atestam os processos em 
fase de implantação industrial (BALCÃO et ai., 1996). 
Por exemplo, a esterificação por lipase foi recentemente comercializada pela 
Unichema Intemational para a produção de ésteres de ácidos graxos de alto grau de pureza, 
como o isopropilmiristato, isopropilpalmitato e 2-etilhexilpalmitato, que são ingredientes 
empregados na formulação de cremes cosméticos e outros produtos de higiene. O processo 
permite a recuperação da preparação enzimática e sua reutilização em bateladas 
subseqüentes (NOVO NORDIS~ 1995). 
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TABELA 2.4. Usos e aplicações da lipase. 
Setor Efeito Utilizado Produto 
Alimentício 
Laticínio Hidrólise da gordura do leite Agente aromatizante para 
produtos lácteos 
Panificação MeJhoramento do sabor/ qualidade Confeitos e bolos 
prolongamento do tempo de prateleira 
Bebidas MeJhoramento do aroma e aceleração da Bebidas alcoólicas, ex: 
fermentação, por remoção de lipídeos. saque, vinho e outras. 
Processamento de MeJhoramento da qualidade do ovo Maionese, moJhos e 
derivados do ovo por hidrólise dos lipídeos cremes. 
Processamento de Desenvolvimento de aroma e remoção Produtos embutidos 
carne e peiXe de excesso de gorduras 
Processamento de Transesterificação de óleos naturais Óleos e gorduras 
óleos Hidrólise de óleos (ácido graxos, modificadas (substitutos da 
diglicerideos e monoglicerideos) manteiga de cacau) 
e gorduras 
Químico 
Química fina Síntese de ésteres Ésteres 
Detergentes Remoção de manchas de Detergentes para 
óleo e gorduras lavanderia e limpeza 
Farmacêutico Digestão de óleos e gorduras Digestivos 
de alimentos 
Analítico Análise de triglicerideos Diagnóstico 
no sangue 
Cosmético Remoção de lipídeos Cosméticos em geral 
Curtume Remoção de gorduras das peles Produtos de couro 
dos animais 
Diversos Decomposição e remoção de Limpeza de tubulação, 
substâncias oleosas ~entodeefluentese 
outros, em combinação 
com outras enzimas. 
Fonte: IWAI e TSUJISAKA (1984) 
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Os ésteres de glicerol apresentam também, relevantes propriedades como agentes 
emulsificantes e, dependendo de sua composição podem fazer parte de sistemas 
emulsificantes para uso em cremes, molhos e loções (HARWOOD, 1989). Uma outra 
aplicação importante desta tecnologia é a produção de ésteres aromatizantes, principalmente 
para o uso em diversos produtos alimentícios, farmacêuticos e cosméticos. O mercado 
mundial para esses compostos está avaliado em US$ 3 bilhões, um montante que representa 
aproximadamente um quarto do valor do mercado de aditivos alimentares (VULFSON, 
1993). 
A síntese de ésteres catalisada por lipases já foi descrita para mais de 50 ésteres 
formadores de aroma (VULFSON, 1993). Em princípio, o processo pode ser realizado em 
meios reacionais contendo mistura de álcool e ácido carboxílico em presença ou ausência de 
solventes, resultando em altas produtividades e rendimentos praticamente quantitativos 
(WELSH et al., 1989; MARGOLIN, 1991; CASTRO et al., 1996; YAHYA et al., 1998; 
LANGONE, 1998). 
Apesar das inúmeras vantagens apresentadas por esta técnica, a síntese de 
selecionados ésteres de baixa massa molecular, apresenta dificuldades técnicas em função do 
complexo mecanismo da ação enzimática em meios polares. Diversos parâmetros, como por 
exemplo, hidratação da enzima, temperatura, concentração do substrato, tamanho da cadeia 
e estrutura química, podem afetar o desempenho da síntese (WELSH et al., 1989; YAHYA 
et al., 1998). 
Esses parâmetros têm sido estudados por diversos grupos de pesquisa, entre os 
quais, citam-se no cenário nacional os trabalhos desenvolvidos na Faculdade de Engenharia 
Química de Lorena, empregando lipase microbiana imobilizada em resina de troca iônica na 
síntese de ésteres terpenóides (CASTRO et al., 1997a) e na síntese do butirato de butila 
(CASTRO et al., 1997b). No primeiro caso, foi estudada a influência do tamanho da cadeia 
alifática do ácido graxo e da estrutura do álcool terpeno, tendo sido observado que os 
ácidos de cadeia alifàtica contendo quatro ou mais carbonos foram excelentes substituintes 
no grupo acila, fornecendo taxas de esterificação entre 95 a 98%. Foi também verificado 
que, este tipo de preparação de lipase imobilizada (Lipozyme) apresenta sérias limitações 
para aplicação em reações de esterificação de álcoois secundários e terciários, sendo, 
portanto, recomendado seu uso apenas na síntese de ésteres terpenóides derivados de 
álcoois primários como citronelol, geraniol e nerol. Na síntese do butirato de butila foram 
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estudados parâmetros operacionais, tais como: a polaridade e natureza do solvente e a razão 
molar entre butanol e ácido butírico. Neste trabalho o solvente heptano foi selecionado por 
apresentar total compatibilidade com sistema reacional estudado. Os valores referentes aos 
coeficientes de partição (Lipozyme/ reagente e Lipozyme/ produto), indicaram que o éster 
formado foi transferido para a fase orgânica, direcionando desta forma o sentido da reação 
de síntese. O uso do planejamento fatorial mostrou ser uma ferramenta importante para 
otimizar a síntese do butirato de butila. De acordo com o estudo efetuado, altas conversões 
do n-butanol foram obtidas(> 95%) empregando uma concentração elevada de lipase (30% 
em relação a massa total dos reagentes), em presença de agente dessecante (20% p/v) e 
numa razão molar entre o butano! e o ácido butírico de 0,6. 
2.3.Sistemas Reacionais 
Existem várias formas de se conduzir reações enzimáticas em solventes orgânicos. 
Elas incluem sistemas bifásicos simples, ambientes micros aquosos e sistemas de micelas 
reversas, com enzimas imobilizadas ou livres. A maioria dos sistemas reacionais envolve a 
esterificação entre glicerol e um ácido graxo ou ácido graxo livre e um triglicerideo. De 
interesse para a indústria de óleos e gorduras é o desenvolvimento de reações de 
interesterificação entre moléculas de triglicerideos, nas quais resíduos de ácidos graxos são 
permutados entre si. Idealmente, depois da remoção ou inativação da enzima, a gordura 
pode ser usada sem a necessidade de processamento posterior. No entanto, a engenharia de 
processo de tais sistemas ainda não foi totalmente desenvolvida. Alguns esforços têm sido 
feitos usando biorreatores de membrana com sistemas de duas fases, sistemas microaquosos 
em reator batelada ou de leito fixo com lipases imobilizadas (MALCATA et ai., 1990). 
2.3 .!.Sistemas Bif'asicos 
Os sistemas bifásicos são formados por uma fase aquosa, na qual a enzima está 
solubilizada, e uma fase orgânica, constituída de um solvente pouco miscível em água. Este 
tipo de sistema apresenta as seguintes vantagens: a distribuição de substratos e dos produtos 
entre a fase aquosa! orgânica pode ser aumentada propiciando o deslocamento do equihbrio 
da reação no sentido da síntese do produto desejado, da mesma forma, a inibição da enzima 
pelos substratos e produtos pode ser limitada desde que estes migrem em maior extensão 
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para a fase orgânica. As transferências dos reagentes entre as fases são freqüentemente 
cruciais nas cinéticas deste tipo de reação. 
Os inconvenientes relacionados aos sistemas bifásicos são as eventuais limitações 
de transferência de massa entre as duas fases, a possibilidade de ocorrência de coeficientes 
de partição desfavoráveis para substratos e produtos e efeitos deletérios do meio orgânico 
sobre as propriedades intrínsecas da enzima, como por exemplo, a possibilidade de 
modificação de sua especificidade ou estabilidade (ILLANES, 1994). 
2.3 .2. Sistemas de Micelas Reversas 
Os meios constituídos de micelas reversas são na realidade muito similares aos 
sistemas bifásicos. A única diferença, em termos de composição do meio, provêm da 
incorporação de um surfactante, constituído de uma extremidade hidrofilica e de outra 
hidrofóbica, que se localiza na interface entre duas fases. Do mesmo modo que no sistema 
bifásico, a enzima é solubilizada na fase aquosa, aqui localizada no centro das micelas 
(LANGONE, 1998). 
Limitações de transferência de massa normalmente não ocorrem neste sistema 
devido à grande área interfacial. Sob determinadas condições, maiores quantidades de água 
podem ser adicionadas ao sistema de micelas reversas, sendo vantajoso para as reações que 
envolvem reagentes hidrofilicos e hidrofóbicos (JESUS et al., 1997). 
Apesar da homogeneidade macroscópica, o sistema de micelas reversas constitui 
um sistema mais complexo do que o sistema bifásico e a presença do surfactante pode 
complicar as operações de recuperação do biocatalisador (LANGONE, 1998). 
2.3 .3. Sistemas Microaquosos 
Neste sistema, enzima está em suspensão num solvente orgânico. Embora presente 
em pequena quantidade, a água, como já foi visto, tem um papel fundamental, existindo um 
teor mínimo e ótimo de água, necessário a ser fornecido. YANG e RUSSEL (1995) 
compararam as atividades de lipases nos três diferentes sistemas revistos anteriormente, e as 
vantagens e desvantagens de cada sistema estão resumidas na TABELA 2.5. 
Segundo esses autores, as lipases foram mais estáveis em solventes orgânicos puros 
e em misturas bifásicas (as enzimas continuaram ativas depois de 96 horas de reação), do 
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que no sistema de micelas reversas (após 40 horas de reação não havia mais formação do 
produto). 
TABELA 2.5. Comparação do desempenho enzimático em vários sistemas reacionais. 
Parâmetro Micelas Sistemas Sistemas 
Reversas Microaquosos Bifásicos 
Atividade alto baixo baixo 
Carga da enzima baixo alto alto 
Produtividade alto baixo baixo 
Recuperação do produto dificil direto médio 
Reutilização da enzima dificil possível dificil 
Processo contínuo dificil possível possível 
Fonte: Y ANG e RUSSEL (1995) 
2.4. Tipos de Reatores 
V árias configurações de reatores têm sido usadas em estudos com lipases 
imobilizadas. Dois tipos de fases estão invariavelmente presentes - uma fase sólida (isto é, o 
suporte no qual a enzima está imobilizada) e uma ou duas fases liquidas. A fase sólida, em 
reatores trifãsicos, pode aparecer como uma fase contínua. Uma configuração típica da fase 
sólida contínua corresponde às membranas poliméricas (planas ou ocas) (MALCATA et ai., 
1990). 
O leito fixo ou empacotado tem sido tradicionalmente usado para a maioria dos 
reatores catalíticos em larga escala, devido à sua alta eficiência, baixo custo e facilidade de 
construção e operação. Ele requer um mínimo de equipamentos auxiliares e é muito 
eficiente. Esse tipo de reator usualmente proporciona uma maior área superficial para a 
reação, por unidade de volume, do que um reator de membrana e tem sido empregado para 
a hidrólise de triglicerídeos catalisada por lipases e para reações de interesterificação, por 
um grande número de pesquisadores (MALCATA et al., 1990). 
Existem dois obstáculos que devem ser considerados quando se opera com reatores 
de leito fixo: limitações difusionais intraparticulares que afetam a velocidade global de 
reação e alta queda de pressão no escoamento do fluido do leito (MALCATA et al., 1990). 
Limitações difusionais podem ser diminuídas se forem utilizadas partículas de suporte de 
menor tamanho. Contudo, tais suportes resultarão em maiores quedas de pressão. Quando a 
reação é conduzida na ausência de solvente, o efeito da viscosidade do óleo só poderá ser 
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minimizado por meio da utilização de altas temperaturas. Por outro lado, temperaturas 
elevadas promovem um aumento na taxa de desativação das lipases (MALCATA et ai., 
1990). 
Reatores de leito fluidizado também têm sido empregados para efetuar a hidrólise 
de triglicerideos. Este tipo de reator tem várias vantagens sobre um reator de leito fixo, tais 
como, menor pressão de trabalho, menor risco de colmatagem e facilidade de simulação, 
devido à ausência de gradientes de concentração (MALCATA et al., 1990). 
Reatores contínuos de tanque agitado (CSTR) possuem algumas vantagens em 
relação aos reatores de leito fixo, como por exemplo, menores custos de construção e 
agitação mais eficiente, o que elimina gradientes de concentração e temperatura. No entanto, 
um CSTR deve, geralmente, ter um volume maior do que um reator de leito fixo para 
alcançar a mesma conversão. O uso de CSTRs tem sido reportado tanto para a hidrólise 
como para a síntese de triglicerideos (MALCATA et al., 1990). 
O reator batelada com agitação é o tipo de reator mais comumente usado em 
aplicações em escala de bancada e industrial. Para reações de interesterificação, reatores 
batelada com agitação têm sido muito usados. É importante ressaltar que reações de 
hidrólise catalisadas por lipases, que ocorrem muito lentamente, quando comparadas com 
outras reações enzimáticas, são mais rápidas do que as reações de interesterificação. 
Reatores de fluxo contínuo necessitariam de volumes extremamente grandes e velocidades 
de fluxo muito baixas para obtenção de conversões razoáveis de interesterificação 
(MALCATA et a!., 1990). 
2.5.1mobilização de Enzimas 
Uma das grandes vantagens da catálise em meio não aquoso é que as enzimas são 
insolúveis em praticamente todos os solventes orgânicos. Contudo uma maneira eficiente de 
manter a atividade de uma enzima consiste em fixar a configuração nativa da mesma por 
meio de técnicas de imobilização. A imobilização da enzima tem efeito benéfico na sua 
estabilidade, em função das interações fisicas e químicas entre suporte e as moléculas da 
enzima (CASTRO e ANDERSON, 1995; YAHYA etal., 1998). 
Enzimas imobilizadas são definidas como "enzimas que estão fisicamente 
confinadas ou localizadas numa região do espaço definida, com retenção das suas atividades 
catalíticas e que podem ser utilizadas repetidamente e continuamente" (BULLOCK, 1989; 
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KENNEDY e CABRAL, 1987). O termo enzimas imobilizadas inclui: (a) ellZ11l1as 
modificadas a uma forma insolúvel em água por técnicas adequadas, (b) enzimas solúveis 
usadas em reatores equipados com membranas de ultrafiltração não-permeáveis que retêm as 
moléculas enzimáticas dentro do reator, e (c) enzimas cuja mobilidade foi restringida por 
ligação a outras macromoléculas, sendo o composto resultante solúvel em água. 
As enzimas podem ser imobilizadas de muitas maneiras, isto é, podem ser imersas 
em gel ou microcápsulas; podem ser adsorvidas em materiais insolúveis como as resinas 
trocadoras de íons; podem ser copolimerizadas com algum monômero; podem ser ligadas a 
uma matriz polimérica insolúvel e ainda por ligações covalentes a um substrato. Segundo 
ATKINSON e MAVITUNA (1983) quatro métodos de imobilização podem ser destacados 
(TABELA 2.6). 
Apesar desses métodos terem diferentes mecanismos, geralmente uma combinação 
de diversas técnicas é empregada para a obtenção de uma determinada preparação 
enzimática imobilizada (ATKINSON e MA VITUNA, 1983). Uma combinação típica é a 
adsorção da enzima em um gel, seguido de técnica de ligação cruzada usando agentes 
bifuncionais (QUIOCHO, 1976). Entre esses, os melhores resultados são obtidos usando 
glutaraldeído. Outra classe de agente bifuncional é a alquilamida, amplamente empregada 
nos estudos de interação proteína-proteína (FABER, 1997). 
2.5.l.Suportes para a Imobilização 
Para que um certo material possa ser usado como suporte deve-se levar em 
consideração, a resistência do suporte no meio reacional, isto é, o suporte deve ser pouco 
solúvel no meio, principalmente nas condições de operação. Sua morfologia é também 
extremamente importante, principalmente a superficie de contato e porosidade, fatores esses, 
que afetam a atuação da enzima. Os suportes podem ser classificados de acordo com a sua 
morfologia e composição (MESSING, 1975). Uma classificação baseada na morfologia do 
suporte tem a vantagem de caracterizar as preparações enzimáticas em função das 
características do suporte, área superficial e diâmetro dos poros. Por este critério os 
suportes podem ser porosos, não porosos e estrutura de gel (ZANIN, 1989). Os porosos 
apresentam como vantagem grande área superficial interna disponível para a imobilização da 
enzima, que neste caso fica protegida de turbulência externa; os não-porosos eliminam a 
resistência à transferência de massa interna; são úteis apenas nos casos em que a grade 
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formada pela malha é suficiente para reter a proteína sem implicar em restrições difusionais 
sérias para o substrato. 







Não ocorre modificação 
química da enzima. 
Baixo custo 
Simples 
Não ocorre modificação 
química da enzima 
Possível regeneração do 
suporte 
Não é afetada pelo pH, 
força iônica do meio ou 
concentração do substrato. 
Enzimas fortemente ligadas, 
portanto dificil perda. 
Fonte: ATKINSON e MA VITUNA, 1983. 
Desvantagens 
Limitação de difusão 
Não é efetiva para substratos de 
alta massa molar 
Suscetível à ínativação da enzima 
Perda contínua da atividade devido 
ao tamanho dos poros 
Imobilização superficial 
Mudança na força iônica 
pode inibir a adsorção. 
Envolve tratamento químico, 
com modificação do sítio ativo. 
Custo elevado. 
Perda de atividade enzimática 
durante a preparação 
Não é possível a regeneração do 
suporte. 
O terceiro tipo de suporte, o gel, é utilizado para imobilização por encapsulamento 
ou aprisionamento das enzimas por meio de ligações covalentes ou adsorção. Dois tipos de 
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géis largamente utilizados são o colágeno e os polimetacrilamidas que possuem a vantagem 
de oferecer sítios de reação sem a necessidade de grandes superficies para a ligação. A 
desvantagem deste método é o efeito de difusão, sendo, portanto utilizado para o caso de 
substratos de moléculas pequenas (BALCÃO et al., 1996). 
De acordo com a sua composição, os suportes podem ser classificados em 
orgânicos e inorgânicos (TABELA 2.7). Suportes inorgânicos têm se mostrado excelentes 
suportes para uso industrial devido suas propriedades fisicas. Apresentam uma série de 
vantagens em relação aos suportes orgânicos como: elevada resistência mecânica, 
estabilidade térmica, resistência a solventes orgânicos e ataque de microrganismos, sendo 
fácil sua regeneração por processo de pirólise. Além disso, materiais inorgânicos não 
apresentam modificação na estrutura em uma larga faixa de pressão, temperatura e pH. As 
caracteristicas destes suportes são extremamente importantes e têm um papel definitivo na 
escolha do suporte apropriado para a imobilização de enzimas. Entretanto, a maioria das 
enzimas imobilizadas comercializadas é obtida com matrizes orgânicas devido à provável 
variedade de grupos funcionais reativos que podem ser "introduzidos" em suportes 
orgânicos. Os suportes insolúveis utilizados são quase sempre resinas poliméricas, derivados 
poliméricos naturais, géis orgânicos e fibras com limitada capacidade de reutilização e, além 
disso, criam problemas de disposição em materiais orgânicos (MALCATA et al., 1990). 
TABELA 2.7. Classificação dos suportes conforme a composição. 
Orgânicos Inorgânicos 
Naturais Sintéticos Minerais Fabricados 
Polissacarideos Proteínas Poli estireno Areia Vidro de porosidade 
controlada 
Celulose Colágeno Poliacrilatos Betonita Cerâmica 
Ágar Albumina Polivinilos Homeblenda Sílica de porosidade 
controlada 
Amido Seda Nylon Pedra-pome Óxido de ferro 
Fonte: MESSING (1975) 
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A união da enzima ao suporte pode realizar -se por meto de seus grupos 
carboxilicos ou de aminos, sendo estes últimos os mais adequados pela sua reatividade, 
abundância e presença majoritária na superficie enzimática (GUISAN et al., 1988). Deve-se 
ressaltar, contudo, que estudos do suporte e da enzima de forma independente não são 
decisivos, mas unicamente indicativos da possibilidade de estabilização existentes. Quando 
se deseja a estabilização de uma determinada enzima o aconselhável é realizar um estudo 
integrado do suporte e da enzima, assim como das variáveis que intervêm no processo de 
estabilização (pH, temperatura, tempo de incubação, densidade superficial de grupos 
reativos no suporte, natureza e concentração do tampão, além da presença de substratos 
e/ou inibidores). 
Segundo GUISAN et al (1988), um fator decisivo é a existência de uma adequada 
congruência geométrica entre enzima e suporte. Em todo processo de estabilização deve 
existir adequado acoplamento entre as partes reativas para permitir a estabilização da 
estrutura enzimática por união covalente multipontual, sem provocar distorções graves na 
mesma. 
Geralmente, a união covalente multipontual é um método apropriado e suficiente 
para obter a estabilização de enzimas de estrutura simples (GUISAN et al., 1992). Existem, 
entretanto, muitos outros casos onde as enzimas de interesse são proteinas multiméricas que 
apresentam dificuldades adicionais para serem estabilizadas devido a complexidade de sua 
estrutura e às caracteristicas específicas de seu mecanismo de desativação. A estabilização 
deste tipo de enzimas requer novos tipos de estratégias dirigidas, fundamentalmente, para 
evitar a dissociação das subunidades que formam a proteína. 
A utilização de PEG como braço espaçador em meio orgânico toma-se uma das 
novas estratégias para estabilizar o sistema imobilizado em reações de transesterificação, 
provavelmente devido ao fato deste braço espaçador minimizar as interações hidrofóbicas e 
atrações eletrostática entre a proteína e o suporte (VllLENEUVE et al., 2000). Contudo, 
tem se tomado aparente que o método de imobilização e o suporte utilizado devem ser 
escolhidos conforme, o tipo de aplicação, o tipo de enzima e o seu uso proposto. 
Os materiais inorgânicos mais comumente utilizados para a imobilização de enzimas 
são: cerâmica, vidro poroso, sílica e metais. Para desenvolvimento deste trabalho, sílica de 
porosidade controlada (SPC) foi selecionada como suporte para imobilização de lipase 
microbiana. 
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O emprego sistemático de imobilização de enzimas em sílica avolumou-se nas três 
últimas décadas, principalmente, porque este suporte oferece distintas vantagens entre os 
quais merecem destaque: i) a imobilização em sílica conduz a uma grande variedade de 
agentes silicantes, permitindo a obtenção de uma miriade de grupos funcionais pendentes no 
arcabouço inorgânico; ü) grupos funcionais são imobilizados na superficie do já existente 
suporte inorgânico, que difere do orgânico pelo fato de ter essa matriz alto teor de ligações 
cruzadas, o que pode requerer horas para atingir o equilíbrio; iü) os suportes inorgânicos 
não sofrem inchamento em solventes orgânicos; iv) oferece grande resistência a solventes 
orgânicos e iv) uma importante propriedade está associada à alta resistência mecânica 
(ZANIN, 1989; ARAKAKI e AIROLDI, 1999). 
2.5.2.Sílica Porosa 
Sílica porosa é uma das várias formas de sílica amorfa. Outras formas são os 
precipitados não porosos, hidrogéis de sílica, materiais pirogênicos, minerais opalinos, etc. 
Essas substâncias variam consideravelmente na aparência, dureza e grau de hidratação, mas 
podem todos ser considerados como produtos da policondensação do ácido ortosilícico - Si 
(OH)4 (ARAKAKI e AIROLDI, 1999). 
Micrografias eletrônicas de sílica mostram que a sua estrutura fisica pode ser 
descrita como um coerente agregado de partículas elementares de forma aproximadamente 
esférica, com um diâmetro em tomo de 100° A. O sistema poroso dentro do agregado é 
formado pelos espaços vazios entre as partículas elementares. A textura porosa da sílica -
área superficial específica, volume e diâmetro do poro - depende do tamanho e 
empacotamento das partículas elementares. Exame de raios-X revela que sílica não é 
cristalina. Uma partícula elementar consiste de uma rede tridimensional de tetraedros de 
Si04, cada átomo de silício estando ligado a quatro oxigênios e cada oxigênio estando ligado 
a dois silícios. A superficie da partícula é coberta com grupos OH que são responsáveis pela 
natureza hidrofilica da sílica, e numerosas moléculas de água são ligadas pelos grupos OH, 
durante o processo de condensação polimérica do ácido ortosilicico, gerando o hidrogel. 
Quando esse hidrogel é seco - com o processo de policondensação ainda ocorrendo - um 
xerogel (sílica porosa) é formado (ARAKAKI e AIROLDI,1999). 
Na imobilização de uma enzima, a morfologia do poro é fundamental, pois o poro 
deve ser suficientemente grande para permitir a acomodação da enzima e o livre acesso do 
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substrato, mas quanto mator o poro menor a área superficial do suporte e, 
conseqüentemente, menor o número de sítios disponíveis para a ligação da enzima 
(MESSING, 1975). 
As moléculas de enzima entram nos poros por difusão e subseqüentemente são 
adsorvidas e/ou ligadas quimicamente na superfície interna do suporte (GIORDANO, 1992). 
Assim, além da motfologia do poro, as condições de imobilização também devem ser 
consideradas, pois elas influenciam na quantidade e na distribuição da enzima que se liga ao 
suporte poroso. Segundo ainda GIORDANO (1992), a efetividade de enzimas pode ser 
significativamente melhorada pela da fixação destas nas camadas periféricas do suporte, 
quando imobilizadas. Esta melhoria é particularmente significativa para reações com cinética 
do tipo Michaelis-Menten, com operação em regime controlado pela transferência de massa, 
pois essa distribuição reduz o caminho de difusão do substrato, mantendo alta concentração 
deste onde a enzima está localizada e, conseqüentemente, aumentando a velocidade global 
de reação. Foi também verificada, que a enzima imobilizada está preferencialmente 
localizada próxima à superfície do suporte para as maiores vazões de recirculação da 
solução de enzima a ser imobilizada. Esta restrição à difusão da enzima deve explicar essa 
distribuição, pois quando uma molécula de enzima é fixada no poro, diminui o diâmetro efetivo 
deste, dificultando ou restringindo o acesso de nova molécula de proteína. A carga máxima 
de enzima que se conseguiu imobilizar também foi afetada. 
HOJO (1997) trabalhou com penicilina acilase (PGA) imobilizada em fibras de 
poliacrilonitrila hidrogenadas. A imobilização da enzima era feita via adsorção seguida de 
ligação covalente. Neste último caso o suporte era ativado com glutaraldeído. Ele estudou a 
distribuição de tamanho de poro das fibras de poliacrilonitrila hidrogenadas (P ANF) e a 
localização da enzima dentro do suporte. A faixa de diâmetro de poros de 100 a 1000° A, 
com volumes que variavam de 0,031 a 0,91 cm3/suporte respectivamente, aumentou a 
atividade específica dos derivados imobilizados de 80 para 3200 U/g suporte seco. O 
diâmetro da molécula de PGA que foi calculado usando a lei de Stokes, considerando a 
massa molecular da enzima igual 120000, foi de 66° A Uma área superficial consistindo de 
poros na faixa 100 a 1000° A de diâmetro parece ter um papel importante na imobilização da 
PGA, como foi apontado por WEETALL et al. (1998) na imobilização de glicoamilase em 
suporte inorgânicos (sílica). Eles observaram microscopicamente a localização da PGA 
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dentro do suporte (HPF). A enzima estava localizada na região superficial do HPF, com uma 
profundidade de 6 a 8 J..lll1 da superficie. 
Uma das vantagens do uso de suportes inorgânicos é a possibilidade de sua 
reutilização, por meio da remoção do material orgânico por processo térmico (regeneração), 
seguido de uma nova silanização e ativação do suporte regenerado. Como o processo de 
silanização produz uma mono camada de silano na superficie do suporte, a sua reutilização é 
limitada não somente pela redução do diâmetro do poro como também provavelmente pelo 
número de poros disponíveis. FONSECA et al. (1993) trabalhando com penicilina acilase 
em sílica gel estimaram que após 45 reutilizações a atividade do sistema imobilizado com a 
sílica regenerada era reduzida em 50% do valor original (com sílica nova). 
2.5 .3 .Reações na Superficie da Sílica 
Os grupos silanóis superficiais da sílica porosa podem reagir quimicamente como 
espécies individuais, da mesma maneira como os grupos fenóis ou hidroxilas. Os silanóis na 
superficie da sílica porosa podem reagir com vários componentes químicos, produzindo 
entidades superficiais estáveis e permitindo assim a adaptação da superficie da sílica para 
aplicações específicas. MESSING (1975) faz uma listagem das diversas reações químicas 
que ocorrem na superficie da sílica porosa. Entre elas, destaca-se a reação utilizada, neste 
trabalho, para a ativação do suporte. 
2.5.4.Reação da Sílica com Silanos 
Os silanos são agentes de ligação de uma família química de monômeros de 
organosiliconas, que caracteristicamente possuem dois tipos diferentes de funcionalidade 
química. A fórmula geral da molécula é R-Si-X, onde R é o grupo organo funcional ligado 
ao átomo de silício de uma maneira termodinâmica e hidroliticamente estável, e X designa os 
grupos hidrolisáveis ligados ao silício. É comum encontrar um grupo organofuncional R 
separado do átomo de silício por uma cadeia propil, e X um grupo alcoxido (metóxi) 
(ARAKAKI e AIROLDI, 1999). 
Os grupos hidrolisáveis ligados ao silício são designados como os grupos funcionais 
do silício e é por meio deles que o silano reage com o suporte. Os grupos funcionais do 
silício podem posteriormente interagir com moléculas orgânicas. Fazendo isso, a molécula 
de silano liga-se ou forma pontes químicas entre as superficies orgânicas e inorgânicas. 
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Um produto de ativação (silanização) encontrado extensivamente na literatura, e 
empregado para a imobilização de enzimas é a sílica ou vidro alquilamino. O suporte é 
preparado pela reação do y - aminopropiltrietoxisilano (y-APTS) com sílica (ou vidro) 
porosa, de acordo com a reação mostrada na FIGURA 2.3. Reações químicas orgânicas 
posteriores podem ser feitas antes de ligar a enzima ao suporte. Utilizando silanos contendo 
grupos funcionais como: -CH2NH2, -CH2Cl, -CH2CN, -CH20H, -CH2SH, CH=CH2, pode-
se, em teoria, imobilizar qualquer enzima na sílica porosa. 
2.5.5.Ativação do Suporte Silanizado com Glutaraldeído 
A reação envolve a formação de uma base de Schiff. Na realidade, o mecanismo da 
reação é bastante complexo e ainda não completamente entendido. Entretanto, a ligação de 
acoplamento entre a enzima e o suporte ocorre entre um grupo amino do suporte e 
usualmente uma amida disponível na proteína (FIGURA 2.3). A reação é suave e realizada 
em pH 7,0. O entre cruzamento das enzimas pode ser prevenido lavando-se o suporte logo 
em seguida à reação de acoplamento. Esse processo de lavagem é extremamente importante 
para eliminar a ligação cruzada entre enzimas, prevenindo desta forma, o bloqueio dos poros 
e a perda de atividade da enzima devido ao entrecruzamento. Em geral, a reação é de 
execução simples, extremamente suave e relativamente barata, sendo, portanto adequada à 
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+ C~sOH 
FIGURA 2.3. Reações envolvidas na ativação da sílica porosa com y -
aminopropiltrietoxisilano e glutaraldeído e na imobilização da enzima com 
o suporte ativado (ZANIN, 1989) 
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2.6. Imobilização de Lipases 
Há uma vasta quantidade de trabalhos na literatura que tratam das diferentes 
técnicas de imobilização de lipases, caracterização dos sistemas ativados e aplicações em 
reações que se processam em meios aquosos e não-aquosos. Uma grande variedade de 
materiais naturais, sintéticos orgânicos ou inorgânicos, com diferentes características de 
tamanho, forma e densidade, foi estudada para a imobilização de lipases (RESLOW et al., 
1988; NORIN et al., 1988). A TABELA 2.8 apresenta alguns procedimentos de 
imobilização de lipase e revisões abrangentes sobre imobilização de lipases podem ser 
encontradas nos trabalhos publicados por MALCATA et a/. (1990) e BALCÃO et a/. 
(1996). 
Entre os métodos de imobilização (TABELA 2.8), a adsorção física é talvez o 
procedimento de imobilização mais simples e de menor custo. A especificidade do substrato 
permanece inalterada, existindo ainda a possibilidade de regeneração do suporte. A adsorção 
da lipase pode ser efetuada em meio aquoso ou por imersão do suporte em ácidos graxos ou 
óleo antes de sua exposição com a solução da lipase livre. 
O procedimento padrão para a imobilização de lipase em suporte sólido consiste 
basicamente na dissolução da lipase em solução tampão, seguida da mistura desta solução 
com o suporte (por meio da agitação em um Becker ou percolação em uma coluna 
empacotada), remoção da solução sobrenadante (por filtração ou drenagem simples) e 
secagem da lipase imobilizada para armazenamento (MALCATA et al., 1990). 
Variações deste procedimento incluem a imobilização por precipitação da lipase 
com acetona res:friada, forçando desta maneira a adsorção da lipase na superfície das 
partículas do suporte, seguido de uma secagem a vácuo. 
São geralmente adotados procedimentos experimentais similares na adsorção física 
da lipase em suportes hidrofóbicos ou hidrofílicos. Pequenas variações incluem a suspensão 
do suporte em forma de pó em uma mistura de água/ álcool degasifícada, e lavagem com 
água e tampão em uma coluna empacotada e finalmente percolação da solução de lipase pela 
coluna. 
Suportes sólidos hidrofóbicos, como pó de polipropileno, devem ser previamente 
desidratados com solventes polares como etanol, isopropanol, metanol, acetona-etanol, 
isopropanol, acetona ou tetrahidrofurano, antes da etapa de adsorção. Apesar do uso de 
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solventes polares normalmente diminuir o tempo necessário de adsorção, a ausência desta 
pré-etapa de desidratação favorece a obtenção de uma preparação imobilizada com atividade 
mais elevada. Portanto, um pré-tratamento, com solventes apoiares é desvantajoso 
(MALCATA et a/., 1990). 
O uso de suporte em forma de microporos com uma solução de caráter hidrofóbico 
(por exemplo, uma solução padrão com polipropileno de alta densidade ou polietileno de 
alta densidade) fornece um bom desempenho para a imobilização de lipase (MALCATA et 
a/., 1990). 
Uma variedade de lipases tem sido imobilizada em resinas poliméricas. O processo 
de imobilização consiste na mistura do pré-polímero com um foto-sensibilizador (ex: etil 
eterbenzóico ), sendo que após a fusão da mistura, adiciona-se a solução de lipase e uma 
preparação gelatinosa é obtida por exposição à radiação ultravioleta. Lipases têm sido 
imobilizadas em dietilaminoetilcelulose por percolação de uma solução de lipase tamponada 
numa temperatura de soe por uma coluna empacotada com uma resina de troca iônica, 
como Duolite ou outros tipos de resinas (MALCATA et al., 1990). 
No procedimento de ligação cruzada, as moléculas de lipase são quimicamente 
ligadas umas com as outras, por meio de vários reagentes bifuncionais. Um procedimento 
comum consiste de uma etapa preliminar envolvendo imobilização da lipase em uma resina 
de troca iônica (ex: Dowex ou Amberlite ), para obter uma alta "carga" da enzima, seguido 
por uma ou mais etapas, nas quais são formadas as ligações covalentes. Exemplo dessas 
etapas incluem o contato da resina pré-tratada com glutaraldeído dissolvido em um tampão 
adequado para formar uma base de Schi.ff como produto da reação com os resíduos aminos, 
seguido de um tratamento com uma solução de sulfito de hidrogênio para reduzir o excesso 
de glutaraldeído e da base, ou alternativamente, simplesmente lavando com uma solução de 
fosfato tamponada. A imobilização de lipase em Amberlite foi desenvolvida pela formação 
de ligações cruzadas dessas resinas absorvidas pela lipase com hexametilenodiamino e 
glutaraldeído. Neste trabalho foi adotado como método de imobilização da lipase a ligação 
cruzada, empregando suporte inorgânico (MALCATA et a/., 1990). 
TABELA 2.8. Descrição de métodos de imobilização de lipases 
Suporte Tratamento do Suporte Lipase Método de Condições de Reações Testadas Referências 
Imobilização Imobilização 
Celite, celulose, etilcelulose, silica Umedecimento Enzenco lipases Adsorção Contato direto do suporte com Hidrólise do BRADY etal., 1988 
gel, Kiellsegur, argila, alumina, dos suportes solução tamponada de lipase. azeite de oliva 
Accurel, Celogard emetanol Agitação por 1 hora, 
filtração a vácuo. 
Lã de vidro Ebulição em água/15 min, Candida cylindmcea Adsorção Contato direto dos suportes com Esterificação do NORIN et ai., 1988 
seguido por secagem a 120'C em (Sigma) solução aquosa enzimática. heptanol com 
Sílica de vidro heptano durante 30 minutos. Separação por filtração ácido butírico em 
LavagemHCll Me água. e secagem. ciclohexano. 
Terra diatomácea Lavagem com água e heptano, 
seguida de secagem a 120'C. 
Poliuretano Sem tratamento prévio Candida cylindmcea Adsorção Lipase em pó foi misturada com o Esterificação do butanol DIAS etal., 1991 
(Sigma) suporte, seguida da adição de com ácido butírico 
tampão fosfàto O,IM -pH 7,0. em solventes orgânicos 
A mistura foi homogeneizada e 
depois de 1 O minutos, os géis 
fonnados foram cortados 
em pOOaços de 
3mmx3mmx3mm. 
Celulose cristalina Adição da solução de HCl Candida lipase Ligação cruzada Contato inicial do suporte com Esterificação do GRA Y et al., 1990 
contendo titânio. (Biocatalyst.) solução de lipase em tampão ( 4'C mentolcom 
Secagem a vácuo. /16 horas), seguida da ácido butírico 
Depois de seco, o suporte Mucor meihi lipase adição de solução aquosa de 
foi lavado com solução (Gist Brocades) glutara!deído 2,5%. 
tampãoO,l MpH7,0. Agitação continua por 2 horas. 
Zeólitas Sem tratamento previo Candida cylindmcea Adsorção Contato direto do suporte com Esterificação LIEeMOLlN, 1991 
Sigma solução aquosa de lipase, seguida e 
de adição de acetona (4,6 ml/min). hidrólise 
Agitação 30 min. 
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TABELA 2.8. Descrição de métodos de imobilização de lipases (continuação) 
Suporte Tratamento do Suporte Lipase Método de Condições de Reações Testadas Referências 
Imobilização Imobilização 
Alginato Sem tratmnento prévio Candida cylindmcro Encapsulamento Esferas de alginato de cálcio obtidas Esterificação do HEITZBERG 
de cálcio (Sigma) pelo gotftiamento de uma solução de butanolcom et ai., 1991 
alginato de sódio a 2% (contendo ácido butirico 
lipase ) em uma solução de cloreto em solvente orgânico 
de cálcio (O,lM). O derivado foi 
empregado após 24 horas de 
endurecimento. 
Celite Lavagem com Candida cylindmcro Adsorçãoem Solução enzimática em tampão Esterificação do MUS'IRANfA et ai., 
Duo li te tmnpão fosfato, Aspergillus niger meio aquoso fosfàto foi misturada com suporte, metano I, 1993 
seguida de secagem. (Biocatalysts Ltd) e meio orgânico por 2 horas à temperatura etano!, 
ambiente, ffitração e secagem por pentanol 
Pseudomonas sp. liofilização. com ácido láurico 
(Amano) Suporte foi suspenso em hexano, 
seguido adição da enzima em pó. 
Após 5 minutos, o hexano foi 
decantado e o complexo imobilizado 
seco por sucção. 
Resinas de As resinas foram suspensas Mucormiehi Adsorção Contato direto do suporte pré Interesterificação de ISON et a/., 1994 • 
trocas iônicas em água e pH ajustado pam 6,0 com tratado com solução aquosa da gorduras 
Duo li te adição de NaOH 4N. enzima. Agitação mcx.ânica 
As partículas foram recuperadas por Novo Nordisk pelo tempo requerido, 
ffitração, secagem em estufa àa ffitração e secagem. 
vácuo a 70"C. 
Polipropileno de alta densidade Retirada do ar entre os poros, pela Lipozyme 10.000 Adsorção Contato estático do suporte Esterificação do octanol YONGeAWURI, 
ESP2-2 adição de acetona, (Novo Nordisk) com solução enzimática com ácido oléico, em 19% 
seguida por uma intensa lavagem aquosa a 4'C/ 24 horas. ausência de solvente 
com água deonizada. Lavagem do complexo com H20. 
Celite Sem tratmnento prévio Candida cylindmcro Adsorção Contato do suporte com solução Hidrólise de PLOU et al., 19% 
EupergitC Lipase pancreática tamponada de lipase, 15 min com tributirina 
Lipase RhizopriS sp agitação. Precipitação com acetona 
(Enzyrnatix) gelada sob agitação. Lavagem da 
' .. '---· 
enzima imobilizada com acetona. 
~-·-·-·-
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TABELA 2.8. Descrição de métodos de imobilização de lipases (continuação) 
Suporte Tratamento do Lipase Método de Condições de Reações Testadas Referendas 
Sull_orte Imobilização Imobilização 
Amberlite XAD7 Lavagem dos suportes Candida mgosa Adsorção Contato direto do suporte com solução Esterificação do butano! BASEietal., 19% 
Celite com água (Sigma) aquosa enzimática por I hora (30'C/ com ácido oléico 
Polimetilmetacrilatato e secagem a 40'C lOOrpm). Lavagemdalipase emhexano 
imobilizada com solução de KCI (I M), 
seguida por tuna solução aquosa de 
500/o de etilenoglicol. 
Criosilita Lavagem em água corrente Lipase pancreática Adsorção Contato direto do suporte com a Esterificação de diversos LIMAetal., 19% 
e sonificação Candida cylindracea solução aquosa enzimática álcoois e ácidos graxos. 
(25 KHZ por 30 min) (Sigma) (12 horas/25'C e agitação). 
Resinas poliméricas Mistura do suporte com eti1 Pseudomonas sp Encapsulamento O suporte embebido nos solventes foi Esterificação do álcool FUKUNAGA 
hidrofõbicas foto-reticulante eterbenzóico e benzeno, liJX1Se nústurado com lipase em fonna de pó, benzilico com ácido láurico etal., 19% 
seguida de aquecimento até (Amano) sendo obtida tuna preparação 
60'C. gelatinosa por exposição à radiação 
ultravioleta por I O minutos. 
Silica gel Ativação da silica gel Aspergillus niger Encapsulamento Adição de solução enzimática ntuna Hidrólise do REETZetal., 19%. 
com silanos (in situ) Candida antarctica. solução aquosa contendo o suporte e azeite de oliva 
Rhizomucor mie/li aditivo seguida da adição de agentes 
(Fluka) silanizantes. Esterificação do octanol 
Lipase SP 523 A nústura foi rigorosamente agitada com ácido láurico. 
LipozymeiM (Vortex). O reator foi deixado fechado 
(Novo Notdisk) por 8 a 24h e o gel fonnado deixado 
secar a 37'C por 3 a 7 dias. 
Cristais liquidos Sem tratamento prévio Candida mgosa Encapsulamento Soluções estoques contendo Esterificação FRENSE et a/., 19% 
(Sigma) (insitu). quantidades apropriadas de surfàctante dobutanol 
em hexano e substrato (butanol e ácido com ácido butlrico 
butlrico) foram misturados com solução 
enzimática em tampão (pH 7, 5). A 
reação foi realizada 




TABELA 2.8. Descrição de métodos de imobilização de lipases (continuação) 
Suporte Tratamento do Suporte Lipase Método de Condições de Reações Testadas Referências 
Imobilização Imobilização 
Akrilex C 100 Ativação do suporte com n- Lipasedo Ligação covalente O suporte ativado foi misturado com Hidrólise do BAGI et a/., 1997 
ciclohexil-n' -morfolíno- pâncreas de porco solução enzimática e a suspensão azeite de oliva 
etilcarlxxllimida p-tolueno incubada por 24 horas a 4<X;. 
sulfonado dissolvido em tampão O gel foi fillrado e lavado com 
tampão fosfato. 
Resina macroporosa Sem lratamento LiJXYZYllle lO,OOOL Adsorção O suporte foi umedecido com etano~ Esterificação do ácido BOSLEYe 
de polipropileno Hwníco/a sp (SP 398) seguido da adição de tmnpão fosfato olefco com n-octanol. PEILOW, 1997 
Accurel EP 100 C.antarctíca (SP 434) (O,lM, pH 7,0) e de solução de lipase Hidrólise de tributirina 
(Novo Noniisk) no mesmo tmnpão. A mistura foi 
agitada em shaker orbital a 20'C por 
Rhizopus niveus mn perlodo entre 4 a 16 h 
(Amano) O complexo foi coletado por fillração 
e lavado com tampão fosfato. 
I 
Resinas de trocas iônicas Suportes foram lavados com Candida rngosa Adsorção A imobilização foi realizada pela Esterificação do JONW et a/., 1997 : 
Duolite A 568 tmnpão fosfuto (pH 7,0) e (Meito Sangyo) circulação continua da solução (32 colesterol 
Amberlite estocadas a I O<X; até algumas m1l min) enzimática nmna coltma com ácido oléico 
(RC 50) horas antes do inicio do contendo suporte funido. Após 
procedimento de imobilização. completa adsorção, as lipases 
imobilizadas foram lavada com 
tampão fosfato e fillradas a vácuo. 
Látex de poliestireno Sem lratamento prévio Candida rngosa Adsorção Embebimento dos suportes com Hidrólise do MURRAY etal., 
(não poroso) OF360 etanol, seguido da adição de solução óleo de girassol 1997 
Accurel EP400 (Unilever Research aquosa de enzima por 
(poroso) I..aboratory) 4 horas a 25'X; em erlenmeyers 
agitados. 
Organo-gel Sem lratamento prévio Pseudomonas sp. Micelas Oxgano-gel foi preJm!do pela adição Sfntese de ésteres JESUSetal., 1997 
Chromabacteriwn sp. Reversas de mna solução de Aerosol-OT em alifáticos, resolução de 
(Genzyme Biochem). hexano a SS<X; e de mna solução álcoois rncêmicos e 
Candida rngosa aquosa de gelatina a 55° C. A mistura transesterificação entre 
Lipase pancreática foi agitada com a solução enzimática octanoato de p-nitrofinila 
(Sigma) e deixada esfriar para fonnar mn gel com álcoois alifáticos. 
--- -
.... 
.... -··- ----- - ~ 
rlgido e estável. 
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TABELA 2.8. Descrição de métodos de imobilização de lipases (continuação) 
----·····-
- Referências Suporte Tamanho do Suporte Upase Método de Condições de Reações Testadas 
lmobillzacão Imobilização 
AIP04 Fmcionalização do suporte com Lipasede Ligação covalente Contato do suporte funcionalizado com Hidrólise~ BAUTISTAet 
compostos orgânicos pâncreas de porco solução enzimática em tampão fosfato acetato ~ etila ai., 998 
seguido de aquecimento em fomo (Sigma) (pH 4,5). Agitação por 24 horas a 25°C. 
de micro.ondas Separação da lipase imobilizada 
(380W entre 5 e 15 minutos). por filtração. 
Copolúnero de Sem tratamento prévio Candída mgosa Microencapsulamento Adição da emulsão W/0 contendo Hidrólise de MATSUNOMOID 
estireno (Sigma) solução aquosa enzimática, DVB, tn'butirina etal., 1998 
-divinilbenzeno emulsificante (SPAN 80) e agente 
iniciador de polimerização. 
Agitação da mistura por 6 horas 
em atmosfera de nitrogênio. 
Octil sapharose 4BCL Sem tratamento prévio Mucor javanicius, Adsorção Mistum de solução de ocil-agarose com Hidróliseoo BASTIDAet 
(Amano) solução enzimática em tampão fosfato azeite ~ oliva e a/.,1998 
Candida antarctica (25mM, pH 7,0) a4't:. butirato ~ metila (Novo Nanlisck) Sulfuto de amônio e outros aditivos 
foram adicionados como estabilizantes. 
Celite Lavagem com Hi) Lipase de Adsorção Contato direto do suporte com solução Esterificação oo CAS1ROet 
seguida de secagem pâncreas de porco aquosa da enzima seguida da butanolcom a/.,1999 
(Sigma) precipitação e lavagem ácioobutirico 
com solventes orgânicos emheptano (acetona ou hexano ). 
Sílica de Silanização do suporte Candida mgosa Ligação covalente Contato do suporte com solução aquosa Esterificação oo SOARES et ai., 
porosidade com o aminopropiltrietoxisilano (Sigma) de lipase, seguida da precipitação com butanolcom 1999 
controlada seguida da ativação com hexano. Filtração e lavagem com ácioo butirico em 
glutaraldeido. hexano. heptano. 
Copolúnero de Sem tratamento prévio Candida mgosa Adsorção Adição de heptano ao suporte (2 horas! Esterificação oo OLIVEIRA et ai., 
estireno- (Sigma) 100 rpm) seguida da adição de enzima butanol com ácioo 2000 
divinilbenzeno em fonna de pó 2h/l OOrpm. butirico em heptano. 






2. 6.1. Imobilização da Lipase em Sílica de Porosidade Controlada 
Em trabalho anterior (Tabela 2.9) lipase de Candida rugosa foi imobilizada por 
ligação covalente em sílica de porosidade controlada (SPC) ativada com glutaraldeído, 
empregando hexano como meio de dispersão (SOARES et al., 1999). Um estudo 
comparativo entre lipase livre e imobilizada efetuado em termos de pH, temperatura, 
estabilidade térmica e estabilidade operacional mostrou que mediante o procedimento de 
imobilização, valores similares de pH foram encontrados para lipase livre e imobilizada (7 ,5 
a 8,0). A temperatura ótima para atividade lipase imobilizada foi l0°C maior que o valor da 
lipase na sua forma livre (temperatura de 40°C). Os perfis das curvas de estabilidade térmica 
indicaram que o procedimento de imobilização tende a aumentar a estabilidade térmica da 
enzima lipase. O tempo de meia-vida da lipase livre a 55°C foi da ordem de 0,41 h <.K<t = 1,7 
K1), enquanto para a lipase imobilizada foi encontrado um valor 0,86 h (:ki = 0,81 h-1). A 
estabilidade operacional da lipase imobilizada em meio não-aquoso, verificada em bateladas 
cíclicas de hidrólise do azeite de oliva (37°C por 10 minutos), revelou um tempo de meia-
vida de 21 horas a 37°C. 
TABELA 2.9. Propriedades catalíticas da lipase microbiana (Candida rugosa) antes e após 
imobilização em sílica de porosidade controlada (SPC). 
Características Lipase livre Lipase imobilizada 
emSPC 
Rendimento de imobilização (%) 
-
18 
Atividade (U/mg) 1400 51 
Teor de água(%) 5 5 
jpHótimo 8,0 7,5 
Temperatura ótima COC) 40 50 
Constante de inativação térmica a 50°C (h) 0,93 0,26 
Estabilidade operacional não aplicável 21 
(hidrólise, tempo de meia vida a 37°C) (h) 
Estabilidade operacional não aplicável 32 
. (esterificação,, tempo de meia vida a 37°C) (h) 
Fonte: SOARES et al. (1999) 
Em função dessas características satisfatórias, foi também realizado um estudo 
referente a aplicação da lipase imobilizada em SPC na síntese de ésteres aromatizantes. 
Como reação modelo, foi usado um sistema constituído de n-butanol, ácido butírico e 
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heptano. F oram determinados os coeficientes de partição dos ma terias de partida e a 
influência da razão molar entre ácido e álcool no rendimento de formação do butirato de n-
butila. De acordo com o trabalho, a concentração do ácido butirico em excesso favoreceu a 
obtenção do butirato de butila com elevados rendimentos, sendo esta síntese otimizada para 
razões molares entre ácido butírico e butano! iguais ou superiores a 1,7. Nessas condições, 
foi observado um decréscimo acentuado da atividade da lipase imobilizada após o seu uso 
repetitivo em bateladas consecutivas, revelando um tempo de meia vida de 3 2 horas. 
2. 6.2.Propriedades Catalíticas das Lipases Imobilizadas 
Como a principal característica das enzimas é catalisar reações químicas e 
biológicas que ocorrem nos seres vivos, o estudo de sua função catalítica baseia-se na média 
quantitativa da velocidade da reação em que participam. Devido à sua natureza protéica, são 
altamente sensíveis às variações de pH, temperatura, concentração da própria enzima, entre 
outros. Portanto, o conhecimento da atuação desses parâmetros sobre a reação enzimática 
permite o melhor emprego das propriedades catalíticas das enzimas. 
Qualquer que seja o método de imobilização de enzimas deseja-se preservar, tanto 
quanto possível, a atividade biocatalítica e a especificidade da enzima. Apesar da 
superioridade das enzimas imobilizadas sobre as livres, o processo de imobilização pode 
modificar a cinética e as propriedades fisico-químicas da enzima, normalmente, reduzindo 
sua atividade específica. Outras alterações geralmente verificadas são referentes ao 
deslocamento do pH e temperaturas ótimas de atuação (BALCÃO et ai., 1996). 
2.6.2.1. Influência do pH 
As enzimas somente são ativas numa faixa restrita de pH e na maioria dos casos há 
um pH ótimo definido. O efeito do pH sobre a enzima deve-se às variações no estado de 
ionização dos componentes do sistema à medida que o pH varia. Como as enzimas são 
protéinas contém muitos grupos ionizáveis, elas existem em diferentes estados de ionização, 
por isso, a atividade catalítica é restrita a urna pequena faixa de pH. As enzimas imobilizadas 
também apresentam o comportamento típico das enzimas livres, porém os perfis de pH da 
enzima solúvel e imobilizada nem sempre coincidem, urna vez que o processo de 
imobilização pode induzir a mudanças conformacionais, bem como alterar o estado de 
ionização e dissociação da enzima e seu rnacroambiente (BALCÃO et ai., 1996). 
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Nos métodos de imobilização de enzimas, quando o suporte tem uma carga elétrica 
0 comportamento cinético da enzima imobilizada pode diferir daquele observado para a 
enzima solúvel, mesmo na ausência de efeitos difusionais. Esta diferença deve-se às 
interações eletrostáticas no microambiente da enzima imobilizada serem diferentes das 
existentes em solução (macroambiente). Mediante imobilização, o pH ótimo das reações 
catalisadas pelas lipases mudam parcialmente para pH mais alcalino (TABELA 2.1 0), tendo 
em vista que o ataque nucleofilico da serina é auxiliado pelo comportamento básico da 
histidina. Este comportamento é devido à abertura parcial da hélice (tampa) mediante 
imobilização, expondo a histidina no centro ativo mais diretamente aos prótons da solução, 
e, portanto, somente as condições fracamente ácidas levam força não protonada do anel de 
imidazólio necessário para este comportamento básico (BALCÃO et a/., 1996). 
TABELA. 2.10. Valores de pH ótimo das reações catalisadas por lipases imobilizadas 
comparado com aqueJas correspondentes para a lipase livre 
Fonte de Suporte Temperatura pHótimo Referência 
Lipase (O C) 
Lipase Lipase 
Livre Imobilizada 
Candida Sephadex/ 30 ND 7,0 KANGetal., 
ru}Zosa Amberlite 1989 
Candida PVC/ 37 ND 7,0 SHAWetal., 
rugosa Quitosana 1990 
Candida Polipropileno 45 ND 6,0 GARCIA et ai., 
rugosa 1992 
Rhizopus Polivinil 37 10,0 10,0 RUCKAe 
delemar TURKIEWICZ, 
1990 
Aspergi/lu Polipropileno 35 ND 6,0 JENSEN et ai., 
s niger 1988 
ND: dado não dtsponível 
2.6.2.2.In:fluência da Temperatura 
A influência da temperatura sobre a atividade da enzima livre ou imobilizada é, 
geralmente, representada em termos de atividade ou taxa de reação em função da 
temperatura. Na TABELA 2.11 apresenta-se as diferentes temperaturas de diversas lipases 
livres e imobilizadas citadas na literatura. Observa-se que mediante a imobilização, ocorre 
também uma modificação para temperaturas ótimas maiores valores. Um aumento de 
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temperatura, gera1rnente corresponde a um aumento na taxa de reação por unidade de 
enzima imobilizada. Entretanto, um aumento de temperatura também pode promover 
aumento na taxa de desativação térmica da lipase, portanto, reduzindo a taxa de formação 
de produto (BALCÃO et ai., 1996). 
TABELA 2.1l.Temperatura ótima de operação para reações catalisadas por lipases 
imobilizadas comparado com aque1as correspondentes para a lipase livre. 




Candida rugosa Sephadexl 7,0 ND 30a 35 KANGetal., 
Amberlite 1989 
Candida rugosa PVC/ 8,0 35 43 a 55 SHAWetal., 
Quitosana 1990 
Mucormihei Resina de ND ND 60 FOGLIAet 
troca iônica al., 1993 
Mucormihei C elite ND 40a 50 ND RVCKAet 
al., 1990 
Rhizopus Polivinil 8,0 a 10,0 37 60 RVCKAet 
delemar al., 1990 
ND: dado não disponível 
2.6.2.3.Estabilidade Operacional 
No desenvolvimento dos processos com enzimas imobilizadas, um parâmetro de 
fundamental importância é a estabilidade operacional. Os processos com enzimas 
imobilizadas somente serão mais econômicos que os processos com enzima livre, desde que 
se consiga um tempo de meia vida suficientemente longo para a enzima imobilizada, pois 
neste caso, haveria uma redução no custo operacional do processo advindo do menor 
consumo de enzima, que deveria, além de compensar as despesas adicionais com o 
procedimento de imobilização, ser inferior do que no caso da enzima livre (ZANIN, 1989). 
A estabilidade operacional da enzima depende de uma série de fatores, tais como: i) 
desprendimento da enzima do suporte; ü) obstrução dos poros por impurezas ou produtos 
secundários; iü) perda de suporte por atrito ou dissolução. O efeito global destes fatores 
pode ser determinado experimenta1rnente, e devem ser feitas tentativas para reduzir seus 
efeitos (SOARES et ai., 1999). 
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Apesar da literatura referente à imobilização de lipases ser extensa, são poucos os 
dados relativos à estabilidade operacional desses derivados. A razão para este fato pode 
estar associada à baixa estabilidade operacional das lipases imobilizadas, atingindo, em 
alguns trabalhos, cerca de 50 a 70% de redução em menos de cinco bateladas consecutivas 
(OLIVEIRA, 1999). 
Para superar essas limitações, diversas tentativas têm sido descritas na literatura. As 
condições em que se efetua a imobilização, por exemplo, na presença de aditivos, solventes 
orgânicos e substrato, podem geralmente conduzir a preparações mais estáveis. Entre as 
estratégias usadas, resultados promissores têm sido obtidos por meio da adição de aditivos 
durante o procedimento de imobilização de lipases (REETZ et a/., 1996; WEHTJE et al. 
1993). Nem todos os aditivos são capazes de estabilizar eficientemente os sistemas de lipase 
imobilizada, carboidratos monoméricos como: sorbitol e arabinol ou aminoácidos simples 
como glicina e alanina não apresentam efeito. Proteínas como albumina, gelatina e caseína 
são bastante efetivas (WEHTJE et al., 1993). 
2.6.3.Aditivos como Estabilizantes 
As moléculas de água, que se encontram ao redor da molécula enzimática em meio 
aquoso, exercem um papel importante na estabilidade protéica devido, principalmente, às 
interações hidrofóbicas, além das forças de van der Walls, pontes salinas e pontes de 
hidrogênio. Desta forma, pequenas variações no meio reacionaL tais como: temperatura, pH, 
força iônica entre outras, podem induzir uma modificação na estrutura da enzima de sua 
forma ativa para sua forma desnaturada (FIGURA 2.4). Esta desnaturação é decorrente da 
exposição da parte hidrofóbica da enzima em água, o que promove um aumento do grau de 
hidratação da enzima. Assim, não é surpresa que a manipulação da natureza do meio e da 
quantidade de água ao redor da enzima tenha um profundo efeito sobre a estabilidade. A 
remoção da água da superfície da enzima conduz a uma reorganização das moléculas de 
água devido ao incremento do número de ligações intramoleculares por pontes de 
hidrogênio que contribui para a estabilização e o aumento da rigidez da enzima. Este efeito 
pode ser alcançado pelo uso de aditivos hidrofilicos, como os polióis e polissacarideos. 
Esses aditivos agem como reguladores da estrutura da enzima em meio aquoso (FIGURA 
2.5) (YAMANE etal., 1990). 
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FIGURA 2.4. Desnaturação da enzima em solução aquosa (Y AMANE et ai., 1990). 
FIGURA 2.5. Efeito de polióis na estabilização das enzimas (Y AMANE et ai., 1990). 
Efeitos estabiliza.ntes na atividade têm sido também observados em metos 
orgânicos, para aditivos como arabinol e sorbitoL os quais aumentaram a atividade da lipase 
em benzeno (solvente com baixo valor de log P) (YAMANE et ai., 1990). Nesse mesmo 
estudo, outros tipos de aditivos como albumina e caseína não apresentaram nenhum efeito 
de estabilização da lipase. Entretanto, o uso desses aditivos (origem protéica não 
enzimática) na etapa de imobilização de lipases tem aumentado significativamente a 
estabilidade dos derivados imobilizados. Por outro lado, aditivos como polissacarídeos tem 
demonstrado efeitos insatisfàtórios de estabilização (WEHTJE et ai., 1993). 
Esses resultados e o fato que o procedimento de imobilização pode causar 
desativação parcial da enzima sugerem que os aditivos durante a etapa de imobilização 
possuem outro tipo de mecanismo. De fàto, o aditivo não ativa a enzima, em vez disto, tem 
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um efeito estabilizante prevenindo a desativação da enzima quando ocorre sua interação 
como suporte (TRIANTAFYLLOU etal., 1995). 
Existem diversos trabalhos que descrevem uma significativa melhora na estabilidade 
de derivados imobilizados, quando o procedimento de imobilização é realizado em presença 
de aditivos. Nem todos os aditivos são eficientes como estabilizantes. A seleção do aditivo 
adequado é função do tipo de enzima e do método de imobilização. 
No caso específico das lipases que exigem uma interface para sua total atividade 
catalítica, o uso de aditivos macromoleculares tem mostrado efeitos estabilizantes 
significativos na atividade da lipase, por meio do revestimento da interface, impedindo desta 
forma, uma mudança de sua estrutura protéica. Segundo BOSLEY (1991), caseína, gelatina, 
albumina de ovo e albumina bovina são aditivos eficientes para imobilização de lipases em 
vários suportes. Resultados similares foram descritos por REETZ et al. (1996), sendo 
também recomendado o uso de outros tipos de aditivos macromoleculares, como por 
exemplo, polietilenoglicol (PEG) e polivinilálcool (PV A). Em ambos os artigos, o uso de 
aditivos de baixa massa molecular tais como: sorbitol, glicerol e triglicerídeos.foi descartado. 
O efeito desses aditivos parece ser mais pronunciado em enzimas não imobilizadas 
(TRIANTAFYLLON et al., 1995), conforme descrito anteriormente. 
Segundo ROCHA et al. (1998), existem diversas formas para aumentar a atividade 
lipolítica do sistema imobilizado, podendo ser uma delas o uso de aditivo. A maioria dos 
estudos envolve a co-imobilização do aditivo em processo de adsorção simples (ou 
parcialmente modificado por precipitação da enzima, por evaporação da água, ou por 
liofilização), alguns efeitos são atribuídos a esta nova técnica: (i) proteção da inativação da 
enzima durante a etapa de imobilização (WEHTJE et a/., 1993; TRIANTAFYLLON et al., 
1995); (ü) retenção da camada de água ao redor do biocatalisador (TRIANTAFYLLON et 
al., 1995); (iii) efeitos dispersantes das moléculas da enzima e fucilitadores de transporte de 
massa quando aditivos são usados como matrizes de imobilização. Às vezes, o papel destes 
aditivos (proteínas, sacarídeos, polióis e sais) pode ser desempenhado pelas impurezas 
inativas incluídas na solução enzimática bruta. O aditivo pode estar presente ou ausente no 
meio durante a reação. O contato do aditivo com o suporte e com a enzima pode apresentar 
comportamento antagônico, isto é, a interação do sistema entre aditivo, suporte e enzima 
pode ser suficiente ou também pode apresentar efeito negativo na reação de síntese ou 
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resistência na transferência de massa. A influência do aditivo na atividade enzimática ainda 
não é totahnente compreendida. 
Outro parâmetro que também interfere na eficiência de um determinado aditivo é 
referente à forma de adição dos mesmos no procedimento de imobilização, ou seja, em que 
etapa esta adição é mais indicada e qual a quantidade de aditivo necessária para promover 
uma estabilização satisfatória. Com relação ao primeiro fator, num estudo detalhado 
realizado por WEHTJE et al. (1993) é sugerido que a adição de aditivos seja efetuada antes 
da adição de enzima ou simultaneamente com a enzima. A adição de aditivos depois da 
enzima ter sido imobilizada ao suporte não apresentou nenhum efeito benéfico. Quanto à 
quantidade de aditivo, WEHTJE et al. (1993) também recomendaram uma avaliação 
experimental em função do tipo de aditivo usado, tendo em vista, que o efeito do aditivo 
depende do seu tamanho molecular. 
Tomando por base essas informações e considerando as inúmeras variáveis 
envolvidas nesse procedimento, optou-se pelo uso da ferramenta do planejamento 
experimental para a seleção do tipo e massa de aditivo, de tal forma que sejam obtidos 
derivados imobilizados de lipase estáveis em sílica de porosidade controlada. 
2.6.4. Propriedades dos Aditivos Selecionados 
2. 6.4.1.Lecitina 
Nome comercial da fosfatidilcolina, fosfolípideo mais comum na natureza. São 
constituídos pela esteri:ficação entre uma molécula de glicerol e duas moléculas de ácido 
graxo (ácido fosfórico e colina). No QUADRO 1 apresenta-se algumas propriedades e 
aplicações da lecitina. 
2. 6.4.2. Albumina 
São proteínas simétricas, sintetizadas pelos polissomos livres nos hepatócitos, os 
quais contêm concentrações de 100 a 150 J.Lg/g de tecido hepático. A albumina destinada à 
distribuição sistêmica é sintetizada pelo retículo endoplasmático ligado aos poliribossomos. 
No QUADRO 2 apresenta-se algumas propriedades e as aplicações da albumina. 
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QUADRO 1. Especificação da Lecitina e Aplicações 
Especificação 
Umidade (% em peso) 0,50 
Viscosidade (cp à 25°C) 130 
Cor (Gardner) 10 
Índice de acidez 20 
(mg de KOH/g de sólido) 
Aplicações 
Agente emulsificante, dispersante, umectante e penetrante 
Antioxidante (margarinas, maionese, chocolate e doces) 
Lubrificantes e tintas 
Tintas de impressão 
Fonte: http://www.rosseti.eti.br/dic.htm 
QUADRO 2. Especificação da Albumina e as Aplicações 
Especificação 
Massa Molecular (Kd) 63,3 a 69,0 
Diâmetro (nm) 16 
Concentração sérica (%) 3,5 a 5,0 






As ciclodex.trinas (CDs) são oligossacarídeos cíclicos constituídos por um número 
variável de unidades de glicose (geralmente de 6 a 8), unidos por ligações a., 1-4. As mais 
comuns são: a.-CD (ciclohexam:inose), J3-CD (cicloheptamilose) e y-CD (ciclooctamilose). 
As CDs são produzidas pela ação da enzima ciclodex.trina-glicosil-transferase (CG tase) 
sobre o amido previamente liquefeito. No QUADRO 3 apresenta-se algumas propriedades e 
as aplicações da ciclodextrina. 
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QUADRO 3. Especificação da J3-CD e Aplicações 
Especificação 13-CD 
Massa Molecular 1.135 
Diâmetro da cavidade (mm) Interno - 60 a 65 
Extemo-154 
Volume da cavidade (mm) 2,62 
Solubilidade em água (25°C) 1,85 g/IOOmL 
Aplicações 
Estabilizantes de cores, aromas, emulsões, fungicidas 
Separação enantiomérica 
Substitutos sangüíneos 
Cromatografia por afinidade 
F ototermografia 
Fonte: Szejtli,1988; Bekers et a/.,1991; Froomming e Szejtli,1991. 
2.6.4.4. Polietilenoglicóis 
Conhecido comerciahnente, como: PEGs. Os PEGs são solúveis em cetonas 
alifãticas, álcoois, éteres glicóis, ésteres e hidrocarbonetos aromáticos. São levemente 
solúveis em hidrocarbonetos alif'aticos. Todos os PEGs se dissolvem em água, pressão 
vapor, higroscopicidade e a solubilidade em solventes orgânicos decrescem, ao mesmo 
tempo que a faixa de fusão e congeJamento, densidade e ponto de fulgor e viscosidade 
aumentam No QUADRO 4 apresenta-se algumas propriedades e no as aplicações dos 
po lietilenoglicóis. 
QUADRO 4. Especificação dos polietilenoglicóis 
Espeçificação 
Massa Molecular 380-10.000 
Cor, máximo (APHA) 50 
pH (solução aquosa 5%) 4,5-7,5 









2. 7. Planejamento de Experimentos 
Planejamento estatístico de experimentos é uma ferramenta de grande utilidade na 
pesquisa científica, pois, fornece com uma menor quantidade de experimentos uma maior 
quantidade de informações e de indicações sobre a influência das variáveis e principalmente 
suas interações sobre a variável dependente em estudo (HOJO, 1997). Segundo 
MONTGOMERY (1991), um planejamento de experimentos consiste de testes que 
investigam um processo produtivo ou um determinado sistema, onde são alteradas as 
variáveis de entrada e observadas as respostas obtidas, com objetivo de determinar as 
variáveis que mais influenciam no resultado de um determinado processo. Esta metodologia, 
além de ser mais racional, possibilita economia de tempo, material e recursos quando 
comparada a experimentos feitos por tentativa (BOX et ai., 1978). 
Com o desenvolvimento dos recursos computacionais que também se tomaram 
mais acessíveis, essa técnica passou a ser amplamente utilizada. Um planejamento deve 
passar por várias etapas, sendo uma exploratória, uma de refinamento ou otimização e outra 
de análise estatística dos resultados finais (HOJO, 1997). 
Na fase exploratória pode-se empregar planejamentos fatoriais de dois níveis, os 
quais permitem analisar quantitativamente a influência de uma ou mais variáveis sobre uma 
resposta de interesse, bem como suas possíveis interações, com a execução de um número 
mínimo de experimentos. Planejamentos desse tipo são de grande utilidade em investigações 
preliminares, quando se deseja saber se determinados fatores têm ou não influência sobre a 
resposta, e não se está preocupado ainda com uma descrição muito rigorosa dessa influência 
(BARROS NETO et ai., 1995). São planejamentos de fãcil execução e podem ser ampliados 
para formar um planejamento mais sofisticado quando se deseja conhecer melhor a relação 
funcional existente entre a resposta e os fatores. 
Para executar um planejamento fatorial é necessário em primeiro lugar especificar 
os fatores e os níveis que serão estudados bem como selecionar a variável resposta. Os 
fatores, isto é, as variáveis controladas pelo pesquisador, tanto podem ser quantitativas 
como qualitativas. Os níveis são os valores dos fatores que serão empregados nos 
experimentos. Dependendo do problema, pode existir mais de uma variável resposta, ou 
seja, resultado observado e analisado no processo produtivo, quando submetido às 
condições experimentais dos fatores e níveis selecionados. 
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Para estudar o efeito de qualquer fator sobre a resposta é preciso fazê-lo variar e 
observar, a influência dessa variação no resultado. Isso implica na realização de ensaios em 
pelo menos dois níveis desse fàtor. Desta forma, a execução de um planejamento fatoria~ em 
que todas as variáveis são estudadas em apenas dois níveis para K fàtores (K variáveis 
controladas) será necessário à realização de 2 x 2 x ...... x2 = 2k ensaios diferentes, sendo 
denominado por isso de planejamento fàtorial 2K. 
Tendo selecionado as variáveis importantes, os ensaios delineados por uma matriz 
de experimento são executados e os registros das respostas, para todas as possíveis 
combinações dos níveis e fatores, efetuados. Os resultados obtidos no planejamento são 
interpretados a partir do cálculo dos efeitos dos fatores isolados (efeitos principais) e dos 
efeitos de interação entre os fatores. Tanto os efeitos principais quanto os efeitos de 
interação são calculados a partir de todas as respostas observadas. A existência de um efeito 
de interação significativo indica que estes valores devem ser interpretados conjuntamente. 
Para tanto, traça-se um diagrama contendo as respostas médias em todas as combinações de 
níveis das variáveis. 
A otimização do processo empregando a técnica de planejamento experimental é 
feita pela metodologia de superficie de resposta (ou RSM, '~esponse Surface 
Methodology") (BOX et al. 1978). Esta metodologia é constituída de duas etapas distintas: 
modelagem e deslocamento. Essas etapas são repetidas tantas vezes quantas forem 
necessárias, com o objetivo de atingir uma região ótima (máxima ou mínima) da superficie 
investigada. A modelagem normalmente é feita ajustando-se modelos lineares ou quadráticos 
a resultados experimentais obtidos no planejamento experimental O deslocamento ocorre 
sempre ao longo do caminho de ascensão máxima de um determinado modelo, que é a 
trajetória na qual a resposta varia de forma mais pronunciada. 
Num planejamento 22, utilizando a técnica de análise de regressão linear múltipla e 
adotando-se a metodologia da superficie de resposta, o modelo estatístico é dado pela 
seguinte equação: 
Y (X1, X2) =bo +b1X1 + hzX2+ b12 (Xt. X2). 
onde: Y= variável dependente ou variável resposta; b= coeficientes de regressão; X1, X2 = 
variáveis codificadas. 
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Adotando esta metodologia, neste traba1ho, foram estudados os efeitos de 
diferentes aditivos e a razão entre enzima e suporte na imobilização da lipase em sílica de 
porosidade controlada. O objetivo principal foi à obtenção de preparações de lipase 
imobilizada estáveis nesse tipo de suporte. 
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3. Materiais e Métodos 
3.1.Materiais 
Todos os experimentos foram realizados com lipase de ongem microbiana 
(Candida rogosa), adquirida da Sigma Chemica1s Co (Tipo Vll), contendo Iactose, com 
atividade específica declarada de 1440 U/ mg de proteína (biureto). Como suporte foi usada 
a sílica de porosidade controlada adquirida da Corning Glass Works, EUA, código 691952, 
com diâmetro de poro de 0,04f.UI1 e granulometria na faixa de 30/ 45 mesh (0,589 a 0,354 
mm). Foram testados como agentes estabilizantes: albumina bovina BSA (Sigma), lecitina de 
soja (Sinthy), polietilenoglicol -PEG (1.500-10.000, Sinthy) e 13-ciclodextrina (13-CD). Os 
outros reagentes utilizados foram: Heptano p.a. (Labsynth), Metanol p.a. (Science); Acetona 
p.a (Merck); Etanol comercial; Sódio Metálico (Riedel-de Hãen AG); peneira molecular 
0,32cm de diâmetro (Silicato de sódio e alumínio) tipo 13 X-BHD Chemicals; Solução de 
Karl Fisher isenta de Piridina (Merck); goma arábica em pó, pura (Mallinckrodt); óleo de 
oliva comercial com baixa acidez (Carbonel), Ácido Butírico p.a. (Riedel-de Hãen AG); 
Butanol p.a. (Merck), Butirato de Butila (sintetizado por via química). 
3.2. Equipamentos 
Foram utilizados: para medida de pH- pHmetro modelo TEC2 (TECNAL); para 
ensaios colorimétricos - espectrofotômetro modelo B295II (Micronal); determinação do 
teor de água- Titulador automático de Karl Fischer modelo D18 (Mettler); os experimentos 
de imobilização foram realizados em agitador magnético modelo 735 (FISATON); as 
dosagens de atividade enzimática bem com as reações de síntese foram efetuadas em banho 
termostatizado com agitação, modelo 145 (MARCONI); as dosagens do álcool e do éster 
foram realizadas em cromatógrafo a gás modelo V ARIAN 3800. 
3.3. Metodologia Experimental 
3.3.1. Tratamento do Suporte 
O procedimento de ativação da sílica foi baseado na metodologia descrita por ZANIN 
(1989) com pequenas modificações, conforme a seguir descrito. O tratamento envolveu duas 
etapas: silanização do suporte com 3-aminopropiltrietóxisilano (y-APTS) a 0,5% v/v e ativação 
do suporte com glutaraldeído a 2,5% (v!v). A solução de y-APTS a 0,5% (v !v) foi preparada por 
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meio da diluição de 3,28 mL de y-APTS com 630 mL de heptano. A solução de glutaraldeído a 
2,5% (v/v) foi preparada pela diluição do glutaraldeído comercial a 25% (v/v) numa proporção 
de 1:1 O, com tampão hidrogenofosfuto de sódio 0,1 M, pH 7, O. A silanização foi efetuada em wn 
balão de fundo redondo de 100 mL, contendo para cada grama sílica 3,0 mL de urna solução de y 
-APTS a 0,5% v/v em heptano. A reação foi conduzida no rota vapor a 75°C durante 3 horas. 
Após esse período, o material foi filtrado em funil de Buchner e lavado com heptano para 
eliminar o excesso de silano. O suporte silanizado foi levado a estu:fu. à 1 05°C, por 15 horas. A 
ativação envolveu a reação com o reagente bifimcional glutaraldeído. Inicialmente, o suporte 
silanizado foi submetido a vácuo por 1 O minutos. Sob vácuo, glutaraldeído nwna concentração 
de 2,5% em tampão hidrogenofosfato 0,1 M (pH 7,0), foi lentamente adicionado, de forma a 
atingir wna completa imersão do sólido. Em seguida, o vácuo foi retirado e o material transferido 
para um béquer, sendo então adicionado 4,6 mL da solução de glutaraldeído (2,5% v/v). A 
reação foi conduzida em banho-maria em temperatura ambiente durante 1 hora. O suporte 
ativado foi transferido para um funil de Buchner e lavado com água destilada para eliminar o 
excesso de glutaraldeído (sem vácuo). Após a lavagem, a água foi succionada durante 30 
minutos. 
3.3.2. Imobilização da Lipase em Sílica de Porosidade Controlada 
A lipase foi imobilizada em sílica previamente tratada com 3-
aminopropiltrietóxisilano (y-APTS) e ativada com glutaraldeído, de acordo com protocolo 
desenvolvido anteriormente (SOARES et al., 1999). O procedimento consistiu do contato da 
solução enzimática aquosa com o suporte e os agentes estab:ilizantes, por wn período de 24 horas 
a 4°C em meio orgânico, conforme detalhado no fluxograma (FIGURA 3.1 ). A 1ipase 
imobilizada foi recuperada por :filtração a vácuo e o sistema imobilizado lavado com hexano para 
remoção da lipase não adsorvida no suporte. Os :filtiados foram analisados quanto aos teores de 
proteínas totais e atividade enzimática. Nas preparações de lipase imobilizada foram quantificados 
o teor de umidade e atividade enzimática. 
1 grama de SPC 
10 mL hexano 
~ 
Adição simultânea do 
estabilizante e lipase 
~ 
Fixação da lipase 
ao suporte 
~1:_ 
Filtração à vácuo 
e lavagem com hexano 
-os!.~ 
Lipase 
imobilizada em SPC 
Agitação por 2 horas 
Temperatura ambiente 
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Agitação -2 h /30 oc 
Contato estatístico -24 h /4°C 
Determinação do teor de 
proteína nos filtrados 
e atividade hidrolítica no 
sólido recuperado 
FIGURA 3.1. Esquema para imobilização da lipase em SPC na presença de estabilizantes. 
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3. 3.3. Delineamento Experimental: Avaliação do Efeito de Diversos Aditivos e Relação 
entre Enzima e Suporte 
Para a avaliação da eficiência de retenção da lipase em sílica de porosidade 
controla.da, na presença de estabilizantes, foi adotada a metodologia do planejamento 
experimental empregando três matrizes de 22. Os aditivos (XI) de origem protéica (albumina 
e lecitina) e os poliméricos (PEG-10.000 e (3-ciclodextrina) foram avaliados em função da 
rela.ção entre enzima e suporte (Xz), conforme matrizes mostradas nas TABELAS 3.1 e 3.2, 
respectivamente. 
Para todos os planejamentos a fixação da lipase ao suporte (2 gramas base seca) foi 
realizada em repouso à temperatura de 4°C durante 24 horas, empregando hexano como 
meio dispersante. Todos os aditivos foram adicionados juntamente com a solução 
enzimática, numa quantidade fixa de 5 mg! grama de suporte (200 J.iL ·de solução aquosa 
contendo 50 mg de aditivo/mL ). A enzima imobilizada foi recuperada por filtração a vácuo e 
foram efetuadas as análises de controle, conforme descrito no item 3.3.2. 
TABELA 3.1. Matriz do planejamento fatorial22 empregado no estudo de imobilização da 
lipase em SPC na presença de aditivos protéicos. 
Ensaios Níveis Codificados das Variáveis Valores Reais das Variáveis 
XI x2 Aditivos * [enz/ sup] 
Protéicos ( 212) 
1 -1 -1 Lecitina 0,10 
2 +1 -1 Albumina 0,10 
3 -1 +1 Lecitina 0,30 
4 +1 +1 Albumina 0,30 
5 -1 o Lecitina 0,20 
6 +1 o Albumina 0,20 
7 -1 o Lecitina 0,20 
8 +1 o Albumina 0,20 
.. X1: valores codificados para os adittvos 
X2: valores codificados para relação enzima/suporte 
* [ enzJ sup] = relação entre enzima e suporte 
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TABELA 3.2. Matriz do planejamento fatorial 22 empregado no estudo de imobilização da 
lipase em SPC na presença de aditivos poliméricos. 
Ensaios Níveis Codificados das Valores Reais das Variáveis 
Variáveis 
Xt x2 Aditivos *(eml sup] 
Poliméricos ( vlv.) 
1 -1 -1 f3-CD 0,10 
2 +1 -1 PEG-10000 0,10 
3 -1 +1 f3-CD 0,30 
4 +1 +1 PEG-10000 0,30 
5 -1 o f3-CD 0,20 
6 +1 o PEG-10000 0,20 
7 -1 o f3-CD 0,20 
8 +1 o PEG-10000 0,20 
.. 
X1:. valores codificados para os adtt1vos 
X2: valores codificados para relação enzima/suporte 
* [ enzJ sup] = relação entre enzima e suporte 
3.3.4. Otimização das Condições de Imobilização da Lipase em SPC na Presença de PEG-
1500 
Com base nos resultados obtidos anteriormente (item 3.3.3) novos ensaios de 
imobilização foram realizados, visando alcançar o ponto ótimo de operação. Para este fim 
foi utilizada a metodologia da superficie de resposta (BOX et al., 1978), onde a variável 
resposta foi o rendimento de imobilização. 
TABELA 3.3. Matriz do planejamento fàtorial 22 empregado no estudo de imobilização da 
lipase na presença de PEG-1500. 
Ensaios Níveis Codificados das Valores Reais das Variáveis 
Variáveis 
Xt x2 PEG-1500 
( mg/g) 
1 -1 -1 2,5 
2 +1 -1 7,5 
3 -1 +1 2,5 
4 +1 +1 7,5 
5 o o 5,0 
6 o o 5,0 
X 1: valores codificados para a relação entre PEG-1500 e o suporte 
X2: valores codificados para relação enzima/suporte 
* [ enzJ sup] = relação entre enzima e o suporte 









3.4. Métodos de Análise 
3.4.1. Determinação do Teor de Proteína 
O conteúdo de proteína da lipase solúvel foi determinado pelo método 
colorimétrico de Bradford (BRADFORD, 1976) utilizando-se o reagente de Comassie blue. 
Albumina bovina cristalina foi usada para preparar uma curva de calibração na faixa de O a 
0,1 mg/mL, conforme apresentado no APÊNDICE 1. 
3.4.2. Determinação da Atividade HidroJítica 
A atividade enzimática da lipase na forma livre e imobilizada foi determinada pelo 
método de hidrólise, conforme modificação proposta por SOARES et a/. (1999). O 
substrato foi preparado pela emulsão de 50 mL de azeite de oliva e 50 mL de goma arábica a 
7% (p/v). Em frascos Erlenmeyer de 125 mL foram adicionados: 5 mL de substrato, 2 mL 
de solução tampão fosfato de sódio (0, 1 M, pH 7,0) e 1 mL da solução enzimática (5 mg 
sólido/ mL) ou cerca de 250 mg de lipase imobilizada (massa seca). Os frascos foram 
incubados a 3 7°C por 5 minutos, em banho termostatiza.do com agitação e após este tempo 
a reação foi paralisada pela adição de 15 mL de uma mistura de acetona e etanol (1: 1 ). Os 
ácidos graxos liberados foram titulados com solução de KOH 0,02 M, utilizando 
feno1ftaleína como indicador. Os cálculos foram realizados segundo a equação 3.1. Urna 
unidade de atividade foi definida como a quantidade de enzima que libera 1 J.lmOL de ácido 
graxo por minuto de reação, nas condições do ensaio. Para cada análise de atividade, foi 
realizado um controle (branco) utilizando água destilada ou 250 mg do suporte (massa 
seca). 
Ati '.J-.J ( , 1 . ) (~ - \~;) x M xD x 10
6 
vtuaue JlfTIO,es g.m1n = ..:....::.___...;:..:.._ ___ _ 
txm 
onde: 
D = diluição da amostra 
M = concentração da solução de KOH 
m =massa da enzima em miligramas. 
t =tempo de reação em minutos 
Va =volume de KOH gasto na titulação da amostra (mL) 
Vb =volume do KOH gasto na titulação do branco (mL) 
( 3.1) 
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3.4.3. Determinação da Atividade de Esterificação 
A atividade de esterificação da lipase imobilizada foi determinada pela formação do 
butirato de butila na reação de n-butanol (0,30 M) com ácido butírico (0,30 M) em heptano 
a 37°C com massa seca de enzima entre O, 7 a 0,9 gramas. A reação foi iniciada pela adição 
da lipase imobilizada ao meio reacional (20 mL), em frasco fechado de IOO mL, em agitador 
rotatório com agitação de 150 rpm Alíquotas de I mL foram retiradas do meio reacional no 
tempo zero e após intervalos pré-determinados. A quantidade de butirato de butila formado 
foi quantificada por análise cromatografica (seção 3.4.6). Uma unidade de atividade 
( esterificação) foi definida como a quantidade de enzima que conduz à formação de I 
micromol de butirato de butila por minuto nas condições do ensaio. 
3.4.4. Teor de Ácido Graxo 
A concentração de ácido butírico foi determinada por titulação de aliquotas de 0,2 
a 1,0 gramas dissolvidas em 10 mL de etanol p.a, empregando-se solução alcoólica de KOH 
0,02 N e fenolftaleína como indicador (MACEDO e PASTORE, 1997). Os cálculos foram 
efetuados pela equação (3.2): 
( ) VxNxM Concentração de Ácido graxo g I litro = W 
onde: 
M = massa molecular do ácido graxo titulado, (g). 
N = normalidade da solução de KOH 
V = volume gasto de KOH, (mL). 
W = massa da aliquota titulada,(g). 
3.4.5. Teor de Água 
( 3.2) 
Os teores de água nas fases liquida e sólida foram medidos diretamente em um 
titulador automático Karl Fischer (Mettler DLI8). 
3.4.6. Teor de Álcool e Éster 
As concentrações de butano! e butirato de butila foram determinadas por 
cromatografia de fase gasosa, utilizando-se uma coluna empacotada (6ft S# DEGS WHP 
80/100 mesh, HP), operando numa temperatura de 70°C e empregando-se hexanol como 
padrão interno. No APÊNDICE 2 são apresentados os parâmetros operacionais empregados 
bem como cromatogramas típicos das análises efetuadas. 
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3.5. Avaliação do Procedimento de Imobilização 
3.5.1. Massa Seca 
As lipases imobilizadas foram pesadas em placas de Petri previamente taradas para 
verificação da massa úmida de imobilizado e em seguida a umidade das amostras foi dosada 
diretamente pelo titulador automático de Karl Fisher. 
3.5.2. Recuperação de Proteína ( RP%) 
A quantidade de proteína fixada foi determinada pelo método de Bradford 
(BRADFORD, 1976) de acordo com o item apresentado no 3.4.1 e os cálculos foram 
realizados pela equação 3.3. 
[RP (%)] = Pads x 100 
Po 
onde: 
P0 = proteína oferecida para imobilização 
( 3.3) 
P ads =proteína determinada como a diferença entre Po e a proteína remanescente no 
sobrenadante e filtrados ao final da imobilização. 
3. 5.3. Rendimento de Imobilização ( RI% ) 
O rendimento de imobilização foi calculado pela equação 3.4: 
Uads 




Uads =unidades de atividade enzimática total presente no suporte (Atividade x Massa seca) 
U0 =unidades de atividade oferecidas para imobilização. 
3.6. Estabilidade Operacional 
A estabilidade operacional do sistema imobilizado foi verificada em reações de 
esteri:ficação em regime de bateladas consecutivas com reutilização do sistema imobilizado, 
utilizando 1 grama (massa seca) de lipase imobilizada e 20 mL de substrato, contendo 
quantidades apropriadas de álcool e ácido. As reações foram realizadas em um reator 
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onde: bo, \>i, h.i, b;_j representam os coeficientes da regressão; Y representa a variável resposta 
e X e Xj representam as variáveis estudadas. 
Os valores das variáveis foram codificados nos planejamentos fàtoriais de acordo 
coma equação 3.7. 
N-p. 
Z=(MVX ( 3.7) 
onde: N = valor real da variável; Z = valor codificado da variável; AN = valor real máximo 
da variável; f..L = média dos valores reais das variáveis. 
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4. Resultados 
4.1. Seleção do Tipo de Aditivo 
Quatro tipos de aditivos (dois de origem protéica e dois de origem polimérica) 
foram testados durante o procedimento de imobilização de lipase microbiana em sílica de 
porosidade controlada (SPC), com objetivo de selecionar o aditivo que fornecesse o maior 
rendimento de imobilização (calculado de acordo com a equação descrita em 3 .4). A 
eficiência de retenção da lipase microbiana (Candida rugosa) em SPC foi avaliada em 
função de uma variável quantitativa (relação entre enzima e suporte) e outra variável 
qualitativa (tipo de aditivo). Estes experimentos foram realizados adotando três 
planejamentos fatoriais completos 22, com duplicata no ponto central. 
A variável quantitativa foi mantida constante nas três matrizes, onde o sinal ( +) 
representa o nível máximo (0,3 gramas de lipase/ grama de sílica); o sinal(-) o nível mínimo 
(0,1 grama de lipase/ grama de sílica e o sinal (O) o ponto central (0,2 gramas de lipase/ 
grama de sílica). 
Os aditivos de ongem protéica (albumina e lecitina) e os poliméricos (~­
ciclodextrina, polietileglicol 10.000 (PEG-10000) e polietileglicol 1.500 (PEG-1500), foram 
avaliados como fatores qualitativos, respectivamente, em cada planejamento fatorial. Para o 
sistema aditivos protéicos (albumina e lecitina), o sinal (+) representa a presença de 
albumina e o sinal (-) a presença de lecitina, enquanto para o sistema aditivos poliméricos o 
sinal(-) representa a presença de ~-ciclodextrina (~-CD) e o sinal(+) a presença de PEG-
10000. Foi ainda avaliada a influência da massa molecular do PEG no rendimento de 
imobilização da lipase. Neste caso, o sinal(-) refere-se ao PEG-1500 e o sinal(+) ao PEG-
10000. 
Desta forma, em cada planejamento foi utilizada uma matriz com oito ensaios, na 
qual quatro foram referentes aos pontos centrais. Esta metodologia permitiu obter uma 
estimativa do erro experimental associado à determinação de uma resposta individual. A 
extensão do erro é importante para verificar se os efeitos são estatisticamente significativos. 
A análise dos resultados é a seguir discutida, tomando por base os dados gerados pelo 
software STATISTICA (versão 5.0). Os resultados de cada planejamento estão 
apresentados nos APÊNDICES 3 a 5 incluindo todos os valores pertinentes à metodologia 
descrita na seção 3.3.2. 
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4.1.1. Planejamento Experimental empregando Aditivos Protéicos. 
Os resultados obtidos nos experimentos de imobilização de lipase na presença dos 
aditivos protéicos (lecitina e albumina) são mostrados na TABELA 4.1. Verifica-se que, 
quando a lecitina foi utilizada como aditivo e a concentração de lipase foi aumentada do 
nível mínimo (0,1 g de lipase/ grama de suporte) para o nível máximo (0,3 g de lipaselgrama 
de suporte) (ensaios 1 e 3), o rendimento de imobilização decresceu de 18,0 para 10,8%. A 
substituição da lecitina pela albumina (ensaios 2 e 4), promoveu um aumento no rendimento, 
e esse efeito foi mais pronunciado no nível máximo de lipase do que no nível mínimo (32,2 
contra 23,7%). Isto sugere que o rendimento de imobilização depende do tipo de aditivo 
utilizado e da concentração de lipase oferecida para a imobilização. A TABELA 4.2 reúne 
os dados da análise dos efeitos, estimativa de erro padrão e o teste t de Student' s. Pelos 
valores do teste t, verifica-se que o aditivo (Xt) e a interação entre aditivo e concentração de 
lipase (XtXz) apresentaram influência significativa, enquanto o efeito da concentração da 
lipase (Xz) não apresentou influência significativa ao nível de 95% de confiança. 
TABELA 4.1. Rendimentos de imobilização da lipase em SPC na presença de aditivos 
protéicos. 
Ensaios Níveis das Variáveis Condições Experimentais Rendimento de 
Imobilização 
(%) 
Xt x2 Aditivo [enz/ sup] 
(glg) 
1 -1 -1 Lecitina 0,1 18,0 
2 +1 - 1 Albumina 0,1 23,7 
3 -1 +1 Lecitina 0,3 10,8 
4 +1 +1 Albumina 0,3 32,2 
5 -1 o Lecitina 0,2 12,5 
6 +1 o Albumina 0,2 26,9 
7 -1 o Lecitina 0,2 18,2 
8 +1 o Albumina 0,2 24,8 
. . 
*rendimento de nnobilização, calculado conforme descrito na equação 3.4 . 
X1 ...... valores codificados para os aditivos 
X2 ....•. valores codificados para relação enzima/suporte 
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TABELA 4.2. Efeitos calculados no estudo de imobilização da lipase em SPC na presença 
de aditivos protéicos 
Variável Independente Estimativa Erro padrão Valores t 
Média Global 20,88 ± 0,85 24,56* 
X1: Aditivo 12,01 ± 1,71 7,02* 
X2: [ enz/ suporte] 0,64 ± 2,42 0,26 
X1X2 7,91 ± 2,42 3,27* 
. 
*Significativo ao nível de 5% de probabilidade (t=2,77) 
Isto pode ser melhor visualizado pelo diagrama de interpretação dos resultados 
(FIGURA 4.1), no qual a interação entre o aditivo e a concentração da enzima apresentou 
um efeito significativo, resultando num aumento do rendimento de imobilização em 8,5 
pontos percentuais, no caso do aditivo albumina. Nesta análise, a existência do efeito de 
segunda ordem confirma os dados descritos na literatura, com relação aos efeitos 
estabilizantes dos aditivos protéicos, minimizando a desativação da enzima durante sua 
fixação em suportes sólidos (ROCHA et al., 1998). Na faixa experimental analisada, o 
melhor efeito de estabilização foi observado quando albumina foi usada como aditivo. 
Os ensaios empregando lecitina apresentaram baixos rendimentos de imobilização 
quando comparados aos ensaios efetuados com a albumina, isto pode ser devido à influência 
bastante complexa do aditivo no rendimento de imobilização, podendo em alguns casos 
ocasionar uma redução do rendimento em função da interação aditivo, enzima e suporte 
(ROCHA et al., 1998). Considerando esses resultados, a lecitina foi descartada para 
investigações posteriores neste trabalho. 
O modelo matemático que representa o processo na região experimental estudada 
conforme equação 4.1 apresentou-se apropriado e a determinação do coeficiente de 
correlação (R2=0, 94, TABELA 4.3) mostrou que 94% da variabilidade do rendimento da 
imobilização pode ser explicada pelo modelo. 
y = 20,87 + 6,o xi + o, 32 x2 + 3, 95Xl X2 ( 4.1) 
onde XI e X2 representam os valores codificados para aditivo e relação entre enzima e 
suporte, respectivamente. 
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TABELA 4.3. Análise de variância para o rendimento de imobilização da lipase em SPC na 






Erro total 23,41 
. Total (comgtdo) = 374,80 







Média F** p** 
Quadrática 
288,48 49,29* 0,002* 
0,42 0,07 0,806 
62,49 10,68* 0,031 * 
5,85 
**F: Teste estatístico de comparação da variância nos ensaios, permitindo a avaliação da 
qualidade de ajuste. 
**p: Teste estatístico para estimativa do intervalo de confiança do modelo. 
Os dados obtidos experimentalmente (FIGURA 4.1) foram comparados com os 
valores preditos pelo modelo, obtidos pela substituição dos níveis de cada experimento 
(FIGURA 4.2}, demonstrando que o modelo representa bem o processo. 
A superficie de resposta e as curvas de nível são mostradas nas FIGURAS 4.3 e 
4.4. De acordo com a superficie de respost~ a interação entre albumina e a relação entre 
enzima e suporte confirmam a análise de variância (TABELA 4.3}, obtendo-se um 
rendimento máximo para a relação de 0,3 gramas de lipase/ grama de suporte seco na 
presença de albumina. 
1 +21,4 0,3 11.2 (5.4,17.0) 31.1 (25.3,36. 10,8 32,2 















-1 Lecitina Albumina 
-1 1 Aditivo 
FIGURA 4.1. Diagrama para interpretação do FIGURA 4.2. Diagrama para 
planejamento fatorial 22 (aditivos protéicos), interpretação do planejamento fatorial 22 
valores observados. (aditivos protéicos}, valores preditos pela 
equação 4 .1. 
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As curvas de nível indicam o comportamento da variável resposta para futuros 
experimentos, onde pode-se afirmar estatisticamente que há necessidade de se oferecer uma 
quantidade maior de enzima empregando albumina como aditivo. Desta forma, para 
otimização do procedimento de imobilização da lipase em presença da albumina, toma-se 
necessário a realização de um segundo planejamento visando à avaliação das concentrações 












FIGURA 4.3. Superfície de resposta 
para o rendimento de imobilização de 
lipase em SPC na presença de aditivos 
rotéicos, descritos ela e uação 4 .1. 
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FIGURA 4.4. Curvas de nível para o 
rendimento de imobilização da lipase em SPC 
na presença de aditivos protéicos, descritos pela 
e ua ão 4.1. 
4.1.2.Planejamento Experimental empregando Aditivos Poliméricos. 
Inicialmente foram realizados ensaios empregando os aditivos ~-CD e PEG-1 0000. 
Na TABELA 4. 4 são apresentados os rendimentos de imobilização para as diversas 
condições testadas e o diagrama de interpretação dos resultados é mostrado na FIGURA 
4.5. Os efeitos individuais dos fatores experimentais e de suas interações sobre o rendimento 
de imobilização foram avaliados pela análise de variância (TABELA 4.5). 
De acordo com a FIGURA 4.5, quando ~-CD foi usada como aditivo e a 
concentração de lipase foi aumentada de O,lg para 0,3g de enzima por grama de suporte 
seco (ensaios I e 3), o rendimento de imobilização dobrou (RI aumentou de 7,8% para 
14,3%). Por outro lado, quando PEG-10.000 foi usado como aditivo e a relação lipase/ 
suporte foi aumentada (ensaios 2 e 4}, houve uma redução no rendimento de imobilização de 
aproximadamente 50% (RI decresceu de 15,6% para 7,1%}, provavelmente devido à 
67 
elevada massa molecular do PEG-10.000 empregado. A literatura interpreta esta redução na 
atividade catalítica do derivado imobilizado como função da massa molecular do PEG, isto 
é, quanto maior a massa molecular do PEG menor o rendimento de imobilização, 
provavelmente devido ao aumento da viscosidade do meio de imobilização (ROCHA et ai., 
1998). 
TABELA 4.4. Rendimento de imobilização da lipase em SPC na presença dos aditivos 
ciclodextrina e PEG 10.000. 
Ensaios Níveis das Variáveis Condições Experimentais Rendimento de 
Imobilização 
(%) 
Xt Xz Aditivo [enz/ sup] 
(g!g) 
1 -1 -1 13-CD 0,1 7,8 
2 +1 - 1 PEG-10000 0,1 15,6 
3 -1 +1 13-CD 0,3 14,3 
4 +I +1 PEG-10000 0,3 7,1 
5 -1 o 13-CD 0,2 11,0 
6 +1 o PEG-10000 0,2 14,9 
7 -1 o 13-CD 0,2 12,6 
8 +1 o PEG-10000 0,2 13,9 
*rendimento de imobilização, calculado conforme descrito na equação 3.4. 
A TABELA 4.5 reúne os dados da análise dos efeitos, estimativa de erro padrão e 
o teste t. Entre os efeitos calculados, observa-se que apenas a interação entre aditivo e 
concentração de lipase (X1X2) apresentou influência significativa ao nível de 5% de 
probabilidade. 
Verifica-se ainda que, os efeitos principais não foram significativos, isto é, p>O,OS 
(TABELA 4.6). Portanto dentro da região experimental avaliada, o único efeito significativo 
foi referente à interação entre aditivo (X1) e concentração de lipase (X2), sendo este efeito 
negativo. 
Confirmando assim, as possíveis maneiras que o aditivo pode exercer influência no 
comportamento de interação do suporte imobilizado, negativa ou positiva, dependendo do 
tipo de aditivo e a concentração de enzima. Os dados mostrados nas FIGURAS 4.5 e 4.6 
sugerem que a utilização do aditivo PEG-10000 no nível mínimo de enzima (0,1g/ g) toma-
se mais interessante que as demais. 
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TABELA 4.5. Efeitos calculados no estudo de imobilização da lipase em SPC na presença 
de aditivos poliméricos. 
Variável Independente Estimativa Erro padrão Valores t 
Média Global 12,11 ± 0,61 19,85* 
X1: Aditivo 1,42 ± 1,21 1,17 
X2: [enzl suporte] -1,00 ± 1,71 0,58 
X1X2 -7,51 + 1,71 4,39* 
.. 
*Significativo ao nível de 5% de probabilidade (t=2,77) 
1 14,65 (10,5, 18,8) 8,57 (4 5, 12,7) 14,27 7,05 ~1 












UI 8,15( O, 12,3) 17,08( 2,9,21,2) IV 
C.-1 
7,77 15,56 ::i 
-1 co PEG11XXXl 
-1 1 Aditivo 
FIGURA 4.5. Diagrama para interpretação FIGURA 4.6. Diagrama para interpretação do 
do planejamento fatorial 22 (aditivos planejamento fàtorial'l! (aditivos poliméricos), 
poliméricos), valores observados. valores preditos pela equação 4.2. 
Os valores observados nos ensaios realizados foram comparados com os preditos, 
tomando por base o modelo matemático gerado e representado pela equação 4.2. 
y = 12,11 +O, 71 X1- 0,50 X2 - 3,75X1 X 2 ( 4.2) 
onde X1 e Xz representam os valores codificados para aditivo e relação entre enzima e 
suporte, respectivamente. 
A análise de variância e o coeficiente de determinação do modelo R2 = O, 84, 
conforme mostrado na TABELA 4.6, revelam que o modelo representa bem o procedimento 
de imobiliza.ção, confirmando que apenas o efeito de interação entre aditivo e concentração 
de enzima foi significativo para a faixa experimental avaliada. 
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TABELA 4.6. Análise de variância para rendimento de imobilização da lipase em SPC na 
presença de aditivos poliméricos. 
Efeitos Soma quadrática Graus de Média F p 
liberdade quadrática 
x1 4,03 1 4,03 1,37 0,31 
x2 1,01 1 1,01 0,34 0,59 
x1x2 56,32 1 56,32 19,19* 0,01 * 
Erro total 11,74 4 2,93 
Total (comgtdo): 73,11 
R2 =0 84 
' 
As FIGURAS 4.7 e 4.8, sugerem que é interessante trabalhar com a f3-CD no nível 
máximo de lipase (0,3 grama/g suporte), enquanto o PEG-10000 apresentou 
comportamento inverso, rendimentos mais elevados foram obtidos com nível mínímo de 
enzima lipase (0,1 grama/g suporte). A curva de nível justifica a realização de novos ensaios 













FIGURA 4.7. Superficie de resposta 
para o rendimento de imobilização da 
lipase em SPC na presença de aditivos 
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FIGURA 4.8. Curvas de nível, para o 
rendimento de imobilização da lipase em SPC 
na presença de aditivos poliméricos, descritos 
ela e uação 4.2. 
Com base nos resultados obtidos, observa-se um comportamento experimental 
definído, demonstrando em termos gerais que a utilização do PEG com menor massa 
molecular (1500), aumenta signíficativamente o rendimento de imobilização. Este 
desempenho é similar aos descrito por ROCHA et al (1998), onde também foi observado 
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um aumento na atividade catalítica de 40 a 100% do derivado imobilizado com a diminuição 
da massa molecular do PEG. Considerando que a massa molecular do PEG pode ser 
também um fàtor de influência no rendimento de imobilização, conforme sugerido por 
ROCHA et a/. (1998), foi testada ainda a utilização do PEG-1500, por meio da realização 
de ensaios substitutivos referentes à matriz de planejamento apresentada na TABELA 4.4. 
Desta forma, os ensaios 1, 3, 5 e 7, anteriormente realizados com a f3-ciclodextrina foram 
refeitos com PEG-1500, permitindo uma comparação da atuação de PEG com diferentes 
massas moleculares. Os resultados obtidos são mostrados na TABELA 4. 7. Os efeitos 
individuais dos fàtores experimentais e de suas interações sobre o rendimento de 
imobilização são apresentados nas TABELAS 4.8 e 4.9. 
TABELA 4. 7. Resultados do planejamento fatoria122 empregado no estudo de imobilização 
da lipase em SPC na presença dos aditivos PEG-1500 e PEG-1 0000. 
Ensaio Níveis das Condições Experimentais Rendimento de 
s Variáveis Imobilização 
( %) 
Xt x2 Aditivo [ en7./ sup] 
( g!g) 
1 -1 -1 PEG-1500 0,1 59,5 
2 +1 - 1 PEG-10000 0,1 15,6 
3 -1 +1 PEG-1500 0,3 41,9 
4 +1 +1 PEG-10000 0,3 7,1 
5 -1 o PEG-1500 0,2 29,6 
6 +1 o PEG-10000 0,2 14,9 
7 -1 o PEG-1500 0,2 34,2 
8 +1 o PEG-10000 0,2 13,8 
*rendimento de imobilização, calculado conforme descrito na equação 3.4. 
Na TABELA 4.8 são apresentadas as estimativas dos efeitos, erros-padrão e teste t 
de Studenf s para os parâmetros que influenciam o rendimento de imobilização. Como pode 
ser observado pelo teste t, a relação enzima/ suporte e sua interação com o aditivo não 
apresentaram influência significativa ao nível de 95% de confiança. Somente o aditivo (X1) 
mostrou-se significativo (p<0,05) na variável resposta, confirmando mais uma vez dados 
descritos na literatura (ROCHA et al., 1998). 
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TABELA 4.8. Efeitos calculados para o rendimento de imobilização da lipase em SPC na 
presença de PEG-1500 e PEG-10000. 
Variável Independente Estimativa Erro padrão Valores t 
Média Global 27,06 ± 3,42 7,91 * 
X1: Aditivo -28,48 ± 6,83 4,17* 
X2: [ enzl suporte] -13,04 ± 9,66 1,35 
Efeito de interação: X1X2 4,53 + 9,66 0,47 
. 
*Significativo ao nível de 5% de probabilidade (t=2, 77) 
Nota-se ainda que, o PEG-10000 e o PEG-1500 apresentaram uma redução do 
rendimento de imobilização quando a concentração da lipase foi aumentada do nível mínimo 
(O,lg/ g de suporte) para o nível máximo (0,3g/ g de suporte), confirmando o efeito 
negativo do aditivo em relação à massa da lipase (FIGURAS 4. 9 e 4.1 0). 
1 
·34,8 32,52 (9,3, 55,8) 8,57 (-14,7, 31,8 
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FIGURA 4.9. Diagrama para interpretação FIGURA 4.10. Diagrama para interpretação 
do planejamento fatorial 22 (aditivos do planejamento fatorial 22 (aditivos 
poliméricos ), valores observados. poliméricos), valores preditos (eq. 4.3). 
O coeficiente de determinação (R2= 0,83) obtido na análise de variância (TABELA 
4.9) permitiu a determinação do modelo estatístico que representa o processo na região 
experimental estudada, conforme equação 4.3. 
Y = 27,06 -14,24Xl- 6,52 Xz + 2,26 X1 Xz ( 4.3) 
onde X1 e Xz representam os valores codificados para aditivo e relação entre enzima e 
suporte, respectivamente. 
A validade deste modelo foi verificada pela análise de variância (TABELA 4.9), 
sendo observado que a regressão obtida foi estatisticamente significativa (p<0,05) com 
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coeficiente de determinação R2=0,83. Os parâmetros do modelo indicam que o aditivo foi a 
variável que apresentou maior influência na resposta, o que foi também confirmado pelo 
valor de F calculado (F> 2,0), sendo assim significativo, ao nivel de 95% de confiança. 
TABELA 4.9. Análise de variância para rendimento de imobilização da lipase em SPC na 
presença dos aditivos PEG-1500 e PEG-10000. 
Efeitos Soma Graus de Média F p 
quadrática liberdade quadrática 
XI 1622,50 1 1622,50 17,37* 0,014* 
Xz 170,04 1 170,04 1,82 0,25 
X1Xz 20,52 1 20,52 0,22 0,67 
Erro total 373,69 4 373,69 
Total (corrigido): 2186,76 
R2 =0,83 
As FIGURAS 4.11 e 4.12 mostram, respectivamente, a representação gráfica da 
superficie de resposta e as curvas de nivel, para o rendimento de imobilização descrito pela 
equação 3.3. Nota-se uma tendência crescente da resposta avaliada (RI) com a redução dos 












FIGURA 4.11. Superficie de resposta para o 
rendimento de imobilização de lipase em SPC 
na presença de aditivos poliméricos, descritos 
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FIGURA 4.12. Curvas de nivel para o 
rendimento de imobilização de lipase em 
SPC na presença de aditivos poliméricos, 
descritos ela e uação 4.3. 
Com base nos resultados obtidos e considerando que o PEG-1500 foi o aditivo 
mais efetivo, ensaios complementares de imobilização da lipase em SPC na presença de 
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PEG-1500 foram realizados, visando alcançar a região ótima de operação, conforme será 
detalhadamente descrito na seção 4.3. 
4.2.Comparação da Atividade de ffidrólise e de Esterificação da Lipase Imobilizada 
em SPC na Presença e Ausência de Aditivos 
Para permitir uma melhor avaliação do efeito dos agentes estabilizantes testados, 
foram ainda realizados ensaios de controle sem adição de aditivos. Uma comparação da 
atividade hidrolítica de todas as preparações obtidas com e sem aditivos é mostrada na 
FIGURA 4.13. 
Entre todos os aditivos testados, lecitina e PEG-1 0000 foram menos eficazes, 
apresentando valores de atividade lipolítica pouco superiores aos obtidos pelo controle no 
mvel baixo de lipase (O,lg/ g) e nos demais mveis (médio e alto) foram similares ou 
inferiores aos obtidos pelo controle. 
FIGURA 4.13. Comparação da atividade de hidrólise da lipase imobilizada em 
SPC na presença e ausência de aditivos. 
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A 13-CD apresentou efeitos positivo e negativo. O efeito positivo foi observado 
quando a 13-CD foi imobilizada juntamente a 0,3 g de lipase/ g de suporte, sendo obtido uma 
atividade de 70,8 U/ mg suporte seco. Nos ensaios em níveis baixo e médio a atividade 
lipolítica foi reduzida para 12,1 e 36,0 U/mg suporte seco, respectivamente. 
A albumina apresentou um efeito positivo quando usada no processo de 
imobilização. Com relação à albumina, foi verificado este efeito benéfico para todas as 
concentrações de lipase testadas, obtendo-se um valor máximo de 153,2 U/ mg de suporte 
seco para o nível 0,3 g de lipase/ g de suporte seco. 
A preparação de lipase imobilizada que apresentou atividade lipolítica mais elevada 
foi obtida em presença de PEG-1500, alcançando um valor de 193,3 U/mg suporte seco; 
confirmando assim a eficiência deste aditivo. Esse resultado é bastante eficaz quando 
comparado ao controle (50 U/mg), cujo valor foi aproximadamente quatro vezes inferior ao 
obtido em presença deste aditivo. 
Completando esta análise, os derivados imobilizados mais ativos na hidrólise foram 
utilizados na síntese do butirato de butila avaliando a cinética de conversão do butano! em 
éster. As sínteses foram realizadas conforme metodologia descrita, sendo os resultados 
apresentados na FIGURA 4.14 a-f Os dados foram comparados com aqueles obtidos com a 
lipase imobilizada em SPC sem aditivo nas mesmas condições operacionais. 
A observação da FIGURA 4.14.a. mostra que no caso da utilização do controle 
(lipase imobilizada em SPC na ausência de aditivos) a máxima concentração obtida para o 
butirato de butila foi de 21,3 g/L, após 24 horas de reação. Quando empregou-se a lipase 
imobilizada na presença dos aditivos, verificou-se um acréscimo em concentração de 
aproximadamente 2 vezes (37 a 40 g/L) (FIGURA.4.14.b-f). Em todos os casos, pela 
tendência das curvas, nota-se que praticamente atingiu-se a concentração máxima possível, 
para as condições estudadas. As lipases são especialmente estáveis em solventes orgânicos. 
A facilidade com que estas enzimas aceitam uma variedade de substratos não naturais e de 
tamanhos diversos sugere-se que a espinha dorsal polipeptídica é flexível e pode adotar 
diferentes conformações. Como conseqüência, a baixa barreira de energia que é necessária 
para que ocorram mudanças conformacionais dificulta a modelagem e a previsão das 
interações estereoquimicas para este biocatalisador (KLffiANOV, 1989), principalmente 
quando imobilizado em suportes sólidos (CASTRO et ai., 1996; 1999). 
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FIGURA 4.14. Perfil da síntese do butirato de butila (V) por esteri:ficação direta do butanol (•) com 
ácido butírico (•) catalisada por lipase imobilizada em SPC na ausência (a) e presença 
de aditivos (b a f). 
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Baseando-se nesta característica da lipase e em estudos realizados anteriormente 
(CASTRO et a!., 1996; SOARES et a!., 1999), os resultados obtidos neste trabalho 
evidenciam o efeito estabilizante dos aditivos testados e confirmam dados da literatura, os 
quais indicam um considerável aumento da atividade catalítica por meio do tratamento do 
suporte com polímeros orgânicos ou proteínas não-enzimáticas (REETZ et a!., 1996). Esses 
tipos de materiais, provavelmente protegeram a enzima de efeitos de agregação ou de 
desnaturação devido a presença dos silanos usados na formação da matriz sílica. 
4.3. Otimização por Planejamento Experimental da Imobilização da Lipase em SPC 
na Presença de PEG-1500 
A partir dos dados obtidos anteriormente (seção 4.1), um novo projeto fatorial foi 
proposto com o objetivo de determinar os níveis de PEG-1500 e concentração de enzima 
que proporcionassem um rendimento mais elevado de imobilização. 
Os experimentos foram conduzidos, variando a massa de PEG 1500 (2,5 a 1 O mgl 
grama de suporte seco) e da lipase (0,05 a 0,13 gramas/grama de suporte seco). O valor 
máximo do nível de lipase foi calculado substituindo o valor codificado (Xt= -0,8) na curva 
de nível (FIGURA 4.12) no ponto que forneceu o maior rendimento de imobilização (Y= 
50,7%) e o nível baixo foi escolhido com base na literatura (BOSLEY e PEILOW, 1997). 
Os valores para o PEG-1500 foram escolhidos de forma arbitrária, pois nos experimentos 
realizados anteriormente adotou-se este fator como uma variável qualitativa, impedindo 
assim a avaliação numérica do nível máximo do aditivo na FIGURA 4.12. 
A matriz deste planejamento juntamente com os resultados obtidos são mostrados 
na TABELA 4.10. Os resultados mostram claramente que o rendimento de imobilização foi 
influenciado pela concentração da enzima independente da concentração do PEG-1500 
utilizado. Os rendimentos variaram entre 30,7 e 59,9% e os resultados mais elevados foram 
obtidos para concentração da lipase no nível mínimo (ensaio 1 e 2). 
A TABELA 4.11 reúne os dados da análise dos efeitos, estimativa de erro padrão e 
o teste t de Student's. Dentro da região analisada, verifica-se que apenas a concentração da 
enzima (Xz) apresentou influência ao nível de 95% de confiança. Entretanto, por meio de 
uma análise minuciosa pode-se observar que tanto o efeito da variável (X1) como o de 
interação aditivo/enzima (XtXz) apresentaram valores similares (2~30 e 1,97) e significativos 
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ao nível de 80% de confiança, permitindo assnn a manutenção desses efeitos na 
determinação do modelo estatístico que representa o processo na região experimental 
estudada. 
TABELA 4.10. Resultados do planejamento fàtorial 22 empregado no estudo de 
imobilização da lipase em SPC na presença de PEG-1500. 
Ensaios Níveis das Condições Experimentais Rendimento de 
Variáveis Imobilização 
(%) 
Xt Xz PEG-1500 [enz/ sup] 
(mg/g) (g/g) 
1 -1 -1 2,5 0,05 58,5 
2 +1 - 1 7,5 0,05 59,9 
3 -1 +1 2,5 0,13 30,7 
4 +1 +1 7,5 0,13 48,2 
5 o o 5,0 0,09 52,9 
6 o o 5,0 0,09 55,3 
.. 
*rendimento de nnobilização, calculado conforme descnto na equação 3.4. 
TABELA 4.11. Efeitos calculados para o rendimento de imobilização da lipase em SPC na 
presença de PEG-1500. 
Variáveis Independentes Estimativa Erro padrão Valores t 
Média global 50,91 ± 1,67 30,49* 
X1: Concentração de PEG-1500 9,41 ± 4,09 2,30 
X2: [ enzJ suporte] -19,77 ± 4,09 -4,84* 
Efeito de interação: X1X2 8,08 ± 4,09 1,97 
.. 
*Significativo ao nível de 5% de probabilidade (t=2,77) 
Para este propósito procedeu-se a análise de variância cujos resultados estão 
apresentados na TABELA 4.12. Os valores obtidos por meio do teste F (F>2) indicam que 
todos os fàtores apresentaram influência na variável resposta (RI%), confirmando desta 
forma a análise anteriormente efetuada ao nível de 80% de confiança. 
O modelo estatístico determinado para a resposta estudada foi obtido por meio da 
regressão linear pelo método dos mínimos quadrados, sendo expresso pela equação (4.4): 
Y=50,91+4,70Xt-9,89X2 +4,04XtX2 ( 4.4) 
onde X1 e X2 representam os valores codificados para a concentração de PEG-1500 e 
concentração de lipase, respectivamente. 
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TABELA 4.12. Análise de variância para o rendimento de imobilização da lipase em SPC 
na presença de PEG-1500. 




Erro total 33,45 








Média F p 
quadrática 
88,64 5,30 0,1479 
391,05* 23,38* 0,0402* 
65,37 3,91 0,1867 
33,45 
A validade do modelo proposto verificada por meio da análise de variância 
(TABELA 4.13), constatou que a regressão obtida foi estatisticamente significativa 
(p<O, 1 0), apresentando um coeficiente de determinação (R2) de 0,95. Na região 
experimental testada o modelo é linear. A validade do modelo foi também comprovada por 
meio do teste F, cujo valor de Fca~ = 12,91 foi maior que o valor de F tab = 9,16, ao nível de 
90% de confiança. 
TABELA 4.13. Análise de variância para o ajuste do modelo proposto que representa o 
rendimento de imobilização da lipase em SPC na presença de PEG-1500. 
Fonte Soma Graus de Média F p 
de variação quadrática liberdade quadrática 
Modelo 1295,80 3 431,93 12,91 0,07 
Resíduo (Erro) 66,89 2 33,44 
Total 1362,69 5 
Os valores preditos pelo modelo representados na super:ficie de resposta (FIGURA 
4.15) e nas curvas de nível (FIGURA 4.16) indicam que o rendimento máximo imobilização 
(59,<)0/o) pode ser obtido numa concentração de 7,5 mg de PEG/g de suporte e 0,05g de 
lipase/g de suporte (ensaio 2). Considerando que o ensaio I apresentou o rendimento 
imobilização similar ao anterior (58,5%) sob os seguintes níveis: concentração de 2,5 mg de 
PEG/g de suporte e 0,05g de lipase/g de suporte. Podemos concluir que este projeto fàtorial 
atingiu a região de otimização, contudo esses resultados sugerem que o 4° p1anejamento 
fatorial constituiu apenas em mais uma etapa no processo de otimização do rendimento de 
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imobilização da lipase em SPC, sendo ainda necessário estudos adicionais para determinar os 












FIGURA 4.15. Superficie de resposta para o 
rendimento de imobilização da lipase em SPC na 
presença de PEG, descrito pela equação 4. 4 
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FIGURA 4.16. Curvas de nível, para o 
rendimento de imobilização da lipase em SPC 
na presença de PEG, descrito ela equação 4.4 
4.4. Comparação da Atividade de Hidrólise e de Esterificação da Lipase Imobilizada 
em SPC na Presença PEG-1500 
A dinâmica das interações da lipase Candida rogosa imobilizada na presença de 
PEG-1500 nas condições anteriormente estudadas {4° planejamento experimental) foram 
também avaliadas por meio da comparação de suas atividades de hidrólise e de esterificação 
(FIGURA 4.17). A atividade de esterificação foi determinada pela formação do butirato de 
butila na reação de n-butanol {0,30 M) com ácido butírico {0,30 M) em heptano a 37°C com 
massa seca de enzima igual a 1,0 grama, conforme descrito na seção 3.4.6. 
A importância do emprego do aditivo foi notada tanto na atividade de hidrólise 
como na atividade de esterificação quando comparado aos dados obtidos no trabalho 
precussor que originou o objetivo desta dissertação de mestrado(secção 2.6.1). 
Resultados similares foram descritos por VILLENEUVE et al. (2000) para o caso 
particular da transesterificação do ácido esteárico com óleo de palma empregando lipase 
Rhizopus imobilizada em sílica. Segundo esses autores, o aditivo PEG-1500 serve como 
braço espaçador em meio orgânico facilitando a reação catalisada por enzimas imobilizadas, 
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provavehnente devido ao fato deste braço minimizar as interações hidrofóbicas e as atrações 
eletrostática entre a proteína e o suporte. É provável que nos ensaios descritos nesta seção, 
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FIGURA 4.17. Comparação das atividades de hidrólise e de esterificação das preparações 
de lipase imobilizada em silica de porosidade controlada (SPC) na 
presença de PEG- 1500. 
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4.5.Estabilidade Operacional da Lipase Imobilizada em SPC na Presença de PEG-
1500 
Processos catalisados por enzimas tornam-se cada vez mais, um procedimento 
rotineiro em trabalhos de síntese. Para sua plena aplicação, entretanto, alguns pontos de 
natureza técnica devem ser considerados. O custo de uma enzima, por exemplo, é um fator 
limitante na economicidade do processo. Além do custo, a sua disporubilidade comerciaL a 
atividade (relação produto formado/enzima) e sobre tudo a estabilidade do biocatalisador 
tornam-se fatores importantes sob o ponto de vista econômico (Vll.LENEUVE et al., 
2000). 
Portanto, um dos principais objetivos de se imobilizar uma enzima é aumentar seu 
tempo de utilização em relação à enzima livre, procurando manter estável o par enzima-
suporte num maior número possível de reações consecutivas. 
O estudo da estabilidade operacional da lipase imobilizada em SPC de todos os 
ensaios efetuados no 4° planejamento fatorial (TABELA 4.10.) foi realizado em regime de 
bateladas consecutivas (24h a 37°C e com agitação 150rpm), adotando como reação 
modelo a síntese do butirato de butila nas condições anteriormente descritas (seção 4.4). A 
atividade de esteri:ficação obtida ao final de cada reciclo é mostrada na FIGURA 4.18 . 
Conforme descrito anteriormente (SOARES et al, 1999), a lipase imobilizada em 
SPC na ausência de qualquer tipo de aditivo apresenta uma baixa estabilidade operacional 
(tempo de meia-vida de 32 horas). Adotando a estratégia proposta neste trabalho, esse 
tempo de meia-vida foi aumentado para 119 horas com a preparação de lipase obtida no 
ensaio 1 (TABELA 4.10) e para a preparação obtida no ensaio 4 esse tempo foi aumentado 
para 417 horas. Esses resultados indicam que a estratégia proposta foi eficiente, 
promovendo um aumento de 13 vezes no tempo de meia vida da preparação experimental de 
lipase imobilizada em SPC. 
A utilização de PEG como braço espaçador em meio orgânico toma-se, portanto, 
uma das novas estratégias para estabilizar o sistema imobilizado em reações de síntese em 
meio orgânico, provavelmente devido ao fato deste braço espaçador minimizar as interações 
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FIGURA 4.18. Estabilidade operacional da lipase imobilizada em SPC na presença de 
PEG-1500 nas reações de esterificação do butanol com ácido butírico em 
regime de bateladas consecutivas (24 horas a 37°C) 
Considerando os tempos de meia-vida obtidos nos ensaios, conforme apresentado 
na FIGURA 4.17, foi adotado novamente a metodologia de planejamento estatístico como 
base de análise, modificando somente a variável resposta da TABELA 4.10. A análise 
estatística dos dados para a variável resposta tempo de meia-vida (TABELA 4.14 ), seguiu a 
mesma seqüência de raciocínio proposta para a variável resposta de rendimento de 
imobilização, avaliando-se desta forma, influência do aditivo na interface, substrato e sistema 
imobilizado. 
Na TABELA 4.15 são apresentadas as estimativas dos efeitos, erros-padrão e teste 
t de Studenf s para os parâmetros que influenciam o tempo de meia-vida. Como pode ser 
observado pelo teste t, os efeitos da concentração do aditivo (XI) e da enzima (Xz) foram 
significativos ao nível de 95% de confiança, enquanto o efeito da interação (X1X2) foi 
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significativo ao nível de 90% de confiança. Nota-se ainda que, o ensaio 4 apresentou tempo 
de meia-vida superior aos demais ensaios, sendo este comportamento provavelmente devido 
a utilização de uma concentração de lipase em proporção ideal à quantidade de aditivo no 
suporte. 
TABELA 4.14. Resultados do planejamento fàtorial 22 empregado no estudo de 
imobilização da lipase em SPC na presença de PEG-1. 500 para a variável 
tempo de meia-vida. 
Ensaio Níveis das Condições Experimentais Tempo de 
s Variáveis meia-vida* 
(h) 
X1 x2 PEG 1500 [enz/ sup] 
(mg/g) (g/g) 
1 -1 -1 2,5 0,05 119 
2 +1 - 1 7,5 0,05 154 
3 -1 +1 2,5 0,13 170 
4 +1 +1 7,5 0,13 417 
5 o o 5,0 0,09 201 
6 o o 5,0 0,09 164 
*tempo de meta-VIda, calculado conforme descrito na equação 3.5. 
TABELA 4.15. Efeitos calculados para o tempo de meia-vida da lipase imobilizada em SPC 
na presença de PEG-1.500. 
Variável Independente Estimativa Erro padrão Valores t 
Média global 204,17 ± 13,21 15,46* 
X1: Concentração de PEG-1500 141,00 ± 32,35 4,36* 
X2: [ enzJ suporte] 157,00 ± 32,35 4,85* 
Efeito de interação: X1X2 106,00 ± 32,35 3,27 
.. 
*Significativo ao nível de 5% de probabilidade (t=3, 77) 
O modelo matemático que representa o processo na região experimental estudada, 
conforme equação 4.5, apresentou-se apropriado e a determinação do coeficiente de 
correlação (R2=0,99, TABELA 4.16) mostrou que a 99% da variabilidade do tempo de 
meia-vida pode ser explicada pelo modelo: 
y = 204, 17-70,5XI -78,5Xz + 53,00 X1 Xz ( 4.5) 
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onde X1 e X2 representam os valores codificados para a concentração de PEG-1500 e 
concentração de lipase, respectivamente. 
Avaliando a TABELA 4.16, pode-se notar ao nível de 95% de confiança que o 
modelo proposto é bastante significativo, confirmando assim relação entre o aditivo, enzima 
e suporte, nos quais os resultados obtidos com o aditivo PEG-1500 na condição otimizada, 
aumenta significativamente o tempo de meia-vida. 
TABELA 4.16. Análise de variância da regressão para o modelo que representa o tempo de 
meia vida da lipase imobilizada em SPC em reações de síntese do butirato 
de butila. 
Fonte de Variação Soma Graus de Média F p 
quadrática liberdade quadrática 
Modelo 5576,0 3 18588,7 17,76 0,05 
Resíduo (Erro) 2092,8 2 1046,4 
Total 7688,8 5 
R2 =0,96 
As FIGURAS 4.19 e 4.20 mostram a representação gráfica da superficie de 
resposta e as curvas de níveL respectivamente, para o tempo de meia-vida descrito pela 
equação 4.5. Como constato anteriormente (FIGURA 4.18) o tempo de meia-vida da lipase 
imobilizada em SPC foi fortemente influenciado com o aumento dos níveis dos fatores: 
concentração do PEG-1500 e da concentração de lipase por grama de suporte seco. 
As condições experimentais que maximizam a estabilidade operacional da lipase 
imobilizada em SPC foram diferentes daquelas obtidas na avaliação do rendimento de 
imobilização (TABELA 4.1 0). Esta diferença de comportamento já era esperada, tendo em 
vista que utilizou-se nas análises estatísticas diferentes variáveis respostas. No caso 
particular do rendimento de imobilização, o parâmetro de interesse foi a recuperação 
máxima da enzima oferecida na etapa de imobilização, enquanto o tempo de meia-vida foi 
também função da atividade inicial da preparação de enzima imobilizada. É importante notar 
que a atividade de hidrólise mais elevada foi obtida no ensaio 4 (117,6 U/mg), valores de 
atividades da ordem de 50% inferiores foram obtidos para as lipases imobilizadas de acordo 
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FIGURA 4.19. Superficie de resposta para FIGURA 4.20. Curvas de nível, para o 
o rendimento de imobilização da lipase em rendimento de imobilização da lipase em SPC na 
SPC na presença de PEG, descrito pela presença de PEG, descrito pela equação 4. 5. 
uação 4.5. 
Deve-se também salientar que a utilização do aditivo PEG-1500 protege a enzima 
dos efeitos de desnaturação, sem interferir na velocidade de reação de esterificação. Sendo, 
entretanto, o PEG solúvel em heptano, é provável que esta propriedade tenha contribuído 
favoravelmente na partição do substrato para a fase sólida, reduzindo eventuais resistências 
difusionais da enzima imobilizada. 
As características da lipase imobilizada obtida neste trabalho reforçam dados da 
literatura, os quais indicam que a lipase microbiana quando imobilizada em suportes 
hidrofóbicos, como a sílica de porosidade controlada (SPC) e o copolímero de estireno-
divinílbenzeno (STY-DVB) são mais estáveis que quando imobilizada em suporte hidrofilico 
(quitosana). A TABELA 4.17 apresenta uma comparação do tempo de meia-vida da lipase 
de Candida rugosa imobilizada em diferentes tipos de suportes hidrofóbicos (co-polímero 
de estireno-divilbenzeno, polimetilacrilamida) e hidrofilico (quitosana) quando testadas em 
reações de esteri:ficação do butanol (ButOH) com ácido butírico (AcBut) em regime de 
bateladas consecutivas. Conforme pode ser observado, a estabilidade operacional da lipase 
imobilizada em SPC apresentou um desempenho pouco inferior ao sistema imobilizado em 
STY-DVB. 
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TABELA 4.17. Comparação do tempo de meia vida de preparações de lipase imobilizada, 
estimado em reações de esterificação do butanol (ButOH) com o ácido 
butúico (AcBut) em regime de bateladas consecutivas (37°C/24 horas). 
Variáveis Lipase-PNMA Lipase STY- Lipase- Lipase-
DVB Quito sana SPC 
Razão molar 1:1,5 1:1,5 1:1,25 1:1 
(ButOH: AcBut ) 
Atividade hidrolítica 66 125 51 119 
(U/mg suporte seco) 
Tempo de meia-vida 180 620 66 417 
(horas) 
Referência CASTRO et al., OLIVEIRA PEREIRA, Este 
1999 etal., 2000 1999 trabalho 
4.6. Interações entre Aditivo-Lipase-Sílica 
De uma maneira geral, os resultados experimentais obtidos sugerem que a presença 
de aditivos altera as interações entre a lipase e sílica ativada, produzindo aherações no 
rendimento da imobilização e na reação padrão de síntese de ésteres adotada neste trabalho. 
Embora não se tenha uma caracterização da superficie ativada do suporte em presença do 
aditivo ou do conjunto enzima-aditivo, que permita identificar a distribuição espacial desses 
componentes, algumas conformações podem ser esperadas nesses sistema, tais como: 
ligação direta da enzima ao agente bifuncional como braço espaçador seguida da associação 
do aditivo, ou a ligação do aditivo diretamente ao suporte ativado, tendo parte da enzima 
oclusa no seu interior. Em ambos os casos, o aditivo recobre o sistema conferindo-lhe maior 
rendimento tanto na imobilização quanto na reação de formação de ésteres. 
Considerando os aditivos protéicos (lecitina e albumina), a primeira configuração 
parece ser a mais provável, e o rendimento da imobilização depende do grau de proteção 
resultante da associação do aditivo. Avaliando a utilização dos aditivos poliméricos (f3-CD e 
polietilenoglicol), a segunda configuração parece mais provável, com a ligação da enzima 
oclusa na matriz polimérica. No caso particular da f3-ciclodextrina, os rendimentos na 
imobilização podem ser função da capacidade e estequiometria da ligação f3-CD-enzima, 
bem como da solubilidade limitada das CDs no meio orgânico, formando provavelmente 
agregados volumosos, fucilitando a sua remoção nas etapas de lavagem. 
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O recobrimento com PEGs representa um compromisso entre as forças atrativas de 
ligação ao suporte, e as forças repulsivas devido ao efeito estético produzido pela interação 
das cadeias do polímero em solução. Sabe-se que na sua forma livre, em geral o PEG tende 
a agregar proteínas em solução, o que possivelmente deve promover a oclusão das enzimas, 
e a ligação da camada protetora do polímero ao suporte. O tamanho da cadeia de 
hidrocarbonetos influencia diretamente as forças de repulsão entre as matrizes poliméricas, 
além do aumento da viscosidade desfavorecer a flexibilidade das cadeias na formação das 
matrizes, o que pode explicar os baixos rendimentos da imobilização obtido com PEG-
10000. 
No caso do PEG-1500, há um maior equih'brio de forças, promovendo a oclusão e 
a fixação da matriz polimérica ao suporte ativado. Por outro lado, de acordo com a 
literatura, o polietilenoglicol é solúvel em água, tolueno e outros solventes, entretanto 
insolúvel em hexano, éter e etilenoglicol (HARRIS, 1992). Baseando-se no procedimento de 
imobilização adotado, as etapas de 1avagem do sistema imobilizado realizadas com hexano 
para a retirada de resíduos, alcançou o objetivo desejado sem promover o desligamento da 
enzima do suporte devido à proteção do aditivo. A condição de solubilidade do PEG-1500 
em outros solventes favoreceu a reação padrão de síntese de ésteres adotada neste trabalho, 
na qual o substrato utilizado teve como base o solvente orgânico heptano. Este fato pode ter 
favorecido o aumento do tempo de meia-vida do sistema imobilizado de 32 horas para 417 
horas quando foi utilizado a estratégia da adição de aditivos para minimizar os efeitos 
negativos de resistênciaa difusionais. 
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5. Conclusões 
O presente trabalho teve como objetivo aumentar o rendimento de imobilização de 
lipase microbiana em SPC na presença de aditivos protéicos (lecitina e albumina) e os 
poliméricos ((3-Ciclodextrina e PEG). A metodologia de planejamento experimental foi 
utilizada para selecionar o melhor aditivo, utilizando como variável resposta o rendimento 
da imobilização. Para permitir uma melhor avaliação do efeito dos agentes estabilizantes 
testados na atividade de hidrólise foram ainda realizados ensaios de controle sem adição de 
aditivos. Completando esta análise, os derivados imobilizados mais ativos na hidrólise foram 
utilizados na síntese do butirato de butila avaliando a cinética de conversão do butanol em 
éster. Os resultados obtidos foram bastante satisfatórios, e nesse conjunto de dados pode-se 
concluir que: 
L Entre os dois tipos de aditivos protéicos testados (lecitina e albumina), os ensaios 
empregando lecitina apresentaram baixos rendimentos de imobilização (I O, 7 a 18,7%) 
em relação aos ensaios efetuados com albumina (23,6 a 32,0%). A albumina, apresentou 
efeito benéfico para todas as concentrações de lipase testadas, obtendo-se um valor 
máximo de 153,2 U/ mg. 
2. Os resultados obtidos nos experimentos de imobilização da lipase em presença dos 
aditivos poliméricos ((3-CD e PEG-10000), sugerem que é interessante traballiar com a 
fi-ciclodextrina no nível máximo de enzima, enquanto o PEG-1 0000 apresentou 
comportamento inverso. As atividades de hidrólise da (3-ciclodextrina apresentaram 
efeitos positivo e negativo e do PEG-1 0000 foram menos eficazes, apresentando valores 
superiores aos obtidos pelo controle. 
3. A avaliação da superficie de resposta e curva de nível indicou que a utilização do PEG 
com menor massa molecular (PEG-1500) influência beneficamente o rendimento de 
imobilização. A atividade de hidrólise mais elevada foi obtida em presença deste aditivo, 
alcançando um valor de 193,3 U/mg suporte seco. 
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4. A metodologia de imobilização da lipase em SPC na presença de PEG-1500 apresentou 
melhores resultados provavehnente devido às interações hidrofóbicas entre o aditivo, a 
enzima e o suporte. O carregamento do suporte para a mellior condição foi determinado 
para níveis baixos, isto é concentração de aditivo 2,5mg/ g de suporte e de lipase a 
0,05g/g de suporte. 
5. Por meio da utilização da metodologia de superficie resposta obteve-se o seguinte 
modelo matemático para o rendimento de imobilização:Y= 50,91+ 4,70Xt- 9,89Xz + 
4, 04 Xt X2, onde X1 e Xz representam os valores codificados para a concentração de 
PEG-1500 e concentração de lipase, respectivamente. 
6. A determinação da estabilidade operacional das preparações de lipase imobilizada em 
SPC na presença de PEG-1500 na síntese do butirato de butila em regime bateladas 
cíclicas, revelou tempos de meia vida entre 119 a 417 horas. 
7. Para a variável resposta tempo de meia-vida, foi determinado um modelo matemático em 
função da concentração de aditivo (Xt) e de enzima (X2) que permitiu prever as 
condições necessárias que :fu.vorecem o aumento do tempo de meia vida na região 
otimizada. 
Y = 204,17- 70,5Xt -78,5X2 + 53,00 Xt Xz 
8. Adotando a estratégia proposta neste projeto, o tempo de meia-vida foi aumentado de 
32 horas em trabalho anterior para 417 horas. Esses resultados indicam que a estratégia 
proposta foi eficiente, promovendo um aumento de 13 vezes no tempo de meia vida da 
preparação experimental de lipase imobilizada em SPC. 
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6. Sugestões para Futuros Trabalhos 
Os resultados obtidos, levam a uma posição bem definida e de franco otimismo 
consoante ao prosseguimento das investigações tanto no que concerne à técnica de 
otimização por planejamento experimental da imobilização de lipase em sílica de porosidade 
contro1ada na presença de PEG-1500, como também aos aspectos da aplicação dos sistemas 
imobilizados em meios orgânicos e aquosos. Para dar continuidade e complementar os 
estudos de imobilização e utilização da lipase de Candida rogosa imobilizada em SPC na 
presença de estabilizantes, sugere-se: 
1) Realizar experimentos adicionais na região pré otimizada empregando PEG-1500 como 
aditivo, para estabelecer o ponto ótimo da concentração desse aditivo e lipase. 
2) Após o estabelecimento dessas condições é de interesse completar o estudo integral das 
etapas de um processo enzimático. 
3) Testar a preparação de lipase imobilizada na presença de PEG em outros tipos de 
reações catalisadas por essa cJasse de enzima (transesterificação, alcoólise, acidólise e 
hidrólise de éster). 
4) Adotar a metodologia desenvolvida para imobilizar lipases de outras fontes microbianas 
em sílica de porosidade controlada em presença de estabili.zantes. 
5) Testar esta nova estratégia de imobilização empregando outros tipos de suportes. 
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8. Apêndices 
8.1.Apêndice 1 
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Coeficiente de regressão: Abs= y= A + Bx 
Parâmetros: 
A= -0,135 ±0,01697 
B= 4, 04273±0,28679 
R2=0,9781 







2.1. Quantificação do Butanol e Butirato de Butila por Cromatografia Gasosa 
Calibração 
A.T!lostra sem diluição : 
Misturar 1 X 1 com PI 
















30mL/min 27 ml/min. 





























Apêndice 2 (continuação) 
2.2. Quantificação do Butanol e Butirato de Butila 
Cromatogramas Típicos 
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8.3. Apêndice 3 
Resultados do 1° Planejamento 1! 
Aditivos Protéicos (Lecitina e Albumina) 
3.l.Rendimento de Imobilização (RI%) 
Exp Massa Unidades Massa Umidade Massa Atividade 
enzima de atividade úmida (%) seca U/mg 
(mg) (adicionada) (gramas) (gramas) (úmidas) 
1 181,80 309,21 2,37 12,00 2,09 23,52 
2 181,80 309,21 2,18 12,50 1,91 33,49 
3 545,45 927,71 2,32 6,67 2,17 42,88 
4 545,45 927,71 2,57 24,00 1,95 116,44 
5 363,64 618,48 1,82 3,70 1,75 42,47 
6 363,64 618,48 2,42 10,81 2,16 68,45 
7 363,64 618,48 2,16 8,00 1,99 51,93 
8 363,64 618,48 2,14 12,50 1,87 71,40 
3.2. Recuperação de proteína (RP %) 













enzima proteína aditivo total (mglmL) (mg/mL) (mg/mL) perdida 
(mg) (mg/mL) (mglmL) (mgfmL) (mglmL) 
1 181,80 0,256 0,026 0,282 0,027 0,013 0,016 0,056 
2 181,80 0,256 0,029 0,285 0,012 0,018 0,016 0,042 
3 545,45 0,768 0,026 0,794 o 0,010 0,009 0,019 
4 545,45 0,768 0,029 0,797 0,143 0,013 0,016 0,172 
5 363,64 0,512 0,026 0,538 0,066 0,010 0,020 0,096 
6 363,64 0,512 0,029 0,541 0,020 0,013 0,015 0,048 
7 363,64 0,512 0,026 0,538 0,012 0,006 0,005 0,023 






















8.4 Apêndice 4 
Resultados do 2° Planejamento 22 
Aditivos Poliméricos (13-CD e PEG-1 0000) 
4.1. Rendimento de Imobilização (RI%) 
104 
Exp Massa Unidades Massa Umidade Massa Atividade Atividade Atividade RI 
enzima de atividade úmida (%) seca U/mg U/mg Total (%) 
(mg) (adicionada) (gramas) (gramas) (úmidas) (secas) 
1 181,80 309,21 2,19 9,52 1,98 11,28 12,13 24,02 7,77 
2 181,80 309,21 1,98 10,53 1,77 24,20 27,19 48,13 15,56 
3 545,45 927,71 2,36 21,05 1,87 55,91 70,77 132,34 14,27 
4 545,45 927,71 2,31 15,38 1,95 28,49 33,52 65,36 7,05 
5 363,64 618,48 2,35 16,00 1,97 28,91 34,42 67,80 10,96 
6 363,64 618,48 2,84 25,80 2,11 32,24 43,57 91,93 14,86 
7 363,64 618,48 2,64 20,83 2,09 29,50 37,34 78,04 12,62 
8 363,64 618,48 2,45 14,27 2,10 35,03 40,73 85,54 13,83 
4.2.Recuperação de proteína (%) 
Exp Massa Massa Massa Proteína FI F2 F3 Proteína Proteína RP 
enzima proteína aditivo total (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) perdida fixada (%) 
(mg) (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) 
1 181,80 0,256 0,014 0,270 0,007 o o 0,007 0,263 97,41 
2 181,80 0,256 0,032 0,288 0,012 o o 0,012 0,276 95,83 
3 545,45 0,768 0,014 0,782 0,081 o o 0,081 0,701 89,64 
4 545,45 0,768 0,032 0,800 0,114 0,013 o 0,127 0,641 83,46 
5 363,64 0,512 0,014 0,526 0,033 0,006 0,004 0,043 0,483 91,82 
6 363,64 0,512 0,032 0,544 0,053 o 0,004 0,057 0,487 89,52 
7 363,64 0,512 0,014 0,526 0,032 0,012 0,027 0,071 0,455 86,50 
8 363,64 0,512 0,032 0,544 0,057 0,010 0,010 0,077 0,467 91,21 
105 
8.5 Apêndice 5 
Resultados do 3° Planejamento i" 
Aditivos Poliméricos (PEG-500 e PEG-10000) 
5.1. Rendimento de Imobilização (RI%) 
Exp Massa Unidades Massa Umidade Massa Atividade Atividade Atividade RI 
enzima de atividade úmida (%) seca U/mg U/mg Total (%) 
(mg) (adicionada) (gramas) (gramas) (úmidas) (secas) 
1 181,80 309,21 2,08 19,23 1,68 88,70 109,50 183,96 59,49 
2 181,80 309,21 1,98 10,53 1,77 24,20 27,19 48,13 15,56 
3 545,45 927,71 2,79 30,00 1,96 138,90 198,43 388,92 41,92 
4 545,45 927,71 2,31 15,38 1,95 28,49 33,52 65,36 7,05 
5 363,64 618,48 2,76 30,77 1,91 66,13 95,84 183,06 29,60 
6 363,64 618,48 2,84 25,80 2,11 32,24 43,57 91,93 14,86 
7 363,64 618,48 2,97 37,04 1,87 71,30 113,17 211,64 34,22 
8 363,64 618,48 2,45 14,27 2,10 35,03 40,73 85,54 13,83 
5.2.Recuperação de Proteína (%) 
Exp Massa Massa Massa Proteína FI Fz F3 Proteína Proteína RP 
enzima proteína aditivo total (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) perdida fixada (%) 
(mg) (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) 
1 181,80 0,256 0,127 0,383 0,083 0,029 0,015 0,127 0,256 66,84 
2 181,80 0,256 0,032 0,288 0,012 o o 0,012 0,276 95,83 
3 545,45 0,768 0,127 0,895 0,136 0,016 0,052 0,204 0,691 77,21 
4 545,45 0,768 0,032 0,800 0,114 0,013 o 0,127 0,673 84,10 
5 363,64 0,512 0,127 0,639 0,065 0,018 0,029 0,112 0,527 82,50 
6 363,64 0,512 0,032 0,544 0,053 o 0,004 0,057 0,487 89,52 
7 363,64 0,512 0,127 0,639 0,078 0,021 0,015 0,114 0,525 82,16 
8 363,64 0,512 0,032 0,544 0,057 0,010 0,010 0,077 0,467 85,80 
106 
8.6 Apêndice 6 
Resultados dos Rendimentos de Imobilização da Lipase em SPC na Ausência de 
Aditivos 
6.1.Rendimento de Imobilização (RI%) 
Exp. Massa Unidades Massa Umidade Massa Atividade Atividade Atividade RI 
enzima de atividade úmida (%) seca U/mg U/mg Total (%) 
(mg) (adicionada) (gramas) (gramas) (úmidas) (secas) 
1 181,80 309,21 2,34 24,24 1,77 13,43 17,67 31,28 10,12 
2 363,64 618,48 2,23 16,90 1,85 47,79 57,58 106,52 17,24 
3 545,45 927,71 1,96 3,33 1,89 48,30 50,31 95,09 10,26 
6.2. Recuperação de Proteína (RP%) 
Exp. Massa Massa Proteína FI Fz F3 Proteina Proteina RP 
enzima proteína total (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) perdida fixada (%) 
(mg) (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) (mg/mL) 
I 181,80 0,256 0,383 0,020 0,013 0,015 0,048 0,335 87,47 
2 363,64 0,512 0,544 0,054 0,023 0,012 0,089 0,455 83,60 
3 545,45 0,768 0,800 0,090 0,014 0,020 0,124 0,676 84,50 
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8. 7 Apêndice 7 
Resultados do 4 °Pianejamento 22 (PEG-1500) 
7.1. Rendimento de Imobilização (RI%) 
Exp Massa Unidades Massa Umidade Massa Atividade Atividade Atividade RI 
enzima de atividade úmida (%) seca U/mg U/mg Total (%) 
(mg) (adicionada) (gramas) (gramas) (úmidas) (secas) 
1 100 177,8 2,07 6,67 1,93 50,35 53,97 104,15 58,54 
2 100 177,8 2,24 3,66 2,16 47,45 49,25 106,39 59,87 
3 260 461,78 2,5 18,75 2,03 56,54 69,80 141,70 30,68 
4 260 461,78 2,18 13,4 1,88 102,18 117,64 222,34 48,18 
5 180 319,68 2,57 16,22 2,16 65,90 78,66 169,12 52,92 
6 180 319,68 2,57 25,71 1,91 68,77 92,57 176,81 55,30 
7.2. Recuperação de Proteína (RP%) 
Exp Massa Massa Proteína FI Fz F3 Proteína Proteína RP 
enzima proteína total (mg!mL) (mg!mL) (mg!mL) perdida fixada (%) 
(mg) (mg!mL) (mg!mL) (mg!mL) (mg!mL) 
1 100 1,78 1,78 0,005 o o 0,005 1,73 97,19 
2 100 1,78 1,78 0,007 o o 0,005 1,67 93,82 
3 260 4,63 4,63 0,220 o o 0,220 4,41 95,29 
4 260 4,63 4,63 0,040 0,170 0,070 0,280 4,35 93,99 
5 180 3,20 3,20 0,070 0,270 0,260 0,600 2,60 81,15 
6 180 3,20 3,20 0,030 0,340 0,330 0,700 2,50 78,03 
